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 RÉSUMÉ 
Autorégulation de l’expression de PABPN1, le gène muté dans la dystrophie 
musculaire oculopharyngée 
 
Par 
Gheorghe Pal 
Département de biochimie 
Mémoire présenté à la Faculté de médecine et des sciences de la santé en vue de l’obtention 
du diplôme de maitre ès sciences (M.Sc) en biochimie, Faculté de médecine et des sciences 
de la santé, Université de Sherbrooke, Sherbrooke, Québec, Canada, J1H 5N4 
Les PABPs sont des protéines liant les répétitions d’adénosines se trouvant à l’extrémité 3’ 
des transcrits d’acides ribonucléiques messagers (ARNm) et par conséquent pouvant 
interagir avec la majorité d’entres eux. Cette classe de protéine est retrouvée chez la 
majorité des eucaryotes, mais elle semble absente chez les procaryotes. Il existe deux 
classes de PABPs : cytoplasmique et nucléaire.  
Mis à part les PABPs cytoplasmiques, il existe une PABP avec une localisation 
majoritairement nucléaire appelée PABPN1. Chez l’humain, PABPN1 est impliquée dans 
plusieurs processus cellulaires : la polyadénylation nucléaire des ARNms, le clivage et la 
polyadénylation alternative, l’expression de certains longs ARNs non-codant (lncARN) et 
l’export des ARNms du noyau vers le cytoplasme. La protéine contient plusieurs domaines 
dont une région riche en alanine. Cette région est sujette à des expansions trinucléotidiques 
qui ont pour conséquence l’ajout d’alanines supplémentaires. Ces ajouts entrainent, à long 
terme, l’apparition de la dystrophie musculaire oculopharyngée (DMOP). L’influence des 
expansions trinucléotidiques chez les patients atteints de la maladie est encore mal connue.  
En utilisant des cellules exprimant le transgène GFP-PABPN1, nous avons observé une 
régulation de l’expression de la protéine endogène, ce qui suggère une autorégulation du 
gène PABPN1. De plus, nous avons observé la présence de deux populations de transcrits 
du gène : un premier transcrit mature (ARNm) et le deuxième contenant l’intron terminal 
de PABPN1 (pre-ARNm). Expérimentalement, nous avons observé que l’expression du 
transgène module le ratio pre-ARNm/ARNm de l’endogène. Aussi, en utilisant un gène 
rapporteur (GFP-6/7) qui se comporte comme l’endogène, nous avons démontré que 
l’autorégulation de PABPN1 nécessite la présence d’un intron terminal ayant une séquence 
non optimale pour l’épissage. En plus, nos expériences suggèrent que l’autorégulation est 
indépendante des répétitions d’adénosines présentes à la fin du transcrit (queue poly-A). 
Par la suite, nous avons remarqué la présence d’une séquence riche en adénosine (A-riche) 
à l’intérieur de l’exon terminal de PABPN1. Nous avons démontré que cette séquence est 
liée par PABPN1 in vitro et in cellulo qu’elle influence l’autorégulation en inhibant 
l’épissage du transcrit. De plus, nous avons mis en évidence que le mécanisme de 
l’autorégulation passe par une compétition entre des facteurs qui influencent l’épissage et la 
dégradation du pre-ARNm par l’exosome nucléaire. 
 
Mots clés : PABPN1, autorégulation, rétention d’intron, exosome nucléaire.
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 1. Introduction 
Jusqu’à ce jour, aucune étude traitant de la régulation de l’expression du gène PABPN1 ne 
fut publiée. Ce gène code pour un ARNm, qui sera traduit en protéine dans le cytoplasme. 
Étant une protéine majoritairement nucléaire, il est logique de penser que PABPN1 va 
influencer des processus nucléaires pour réguler son expression génique. Parmi les 
processus nucléaires «clés» influençant l’expression des gènes, on retrouve l’épissage, la 
maturation en 3’ et la dégradation nucléaire.        
1.1. Les PABPs 
1.1.1 Structure 
Les PABPs sont des protéines liant les répétitions d’adénosines (poly-(A)) se trouvant à 
l’extrémité 3’ des transcrits d’acides ribonucléiques messagers (ARNm) et par conséquent 
pouvant interagir avec la majorité d’entres eux. Cette classe de protéine est retrouvée chez 
la majorité des eucaryotes, mais elle semble absente chez les procaryotes. Il existe deux 
classes de PABPs : cytoplasmique et nucléaire. Chez les eucaryotes unicellulaires, un seul 
gène code pour une PABP cytoplasmique alors que chez les plantes et les métazoaires, le 
nombre de gènes qui codent pour des PABPs cytoplasmiques varie (Mangus et al. 2003). 
Les PABPs sont des protéines hautement conservées à travers l’évolution (Mangus et al. 
2003). Chez l’humain, il y a présence de cinq gènes qui codent pour des PABPs 
cytoplasmiques (PABPC) : PABPC1, PABPC1L, PABPC3, PABPC4, PABPC5 et un seul 
gène qui code pour une PABP nucléaire (PABPN1) (Wigington et al. 2014) (voir schéma 1 
A.). 
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Schéma 1 Domaines et structures des PABPCs et de PABPN1 
A) Présentation des différents domaines des PABPCs et de PABPN1. Les chiffres indiquent 
le positionnement en acide aminé. RRM (RNA Recognition Motif). MLLE (Met-Leu-Leu-
Gly). (Ala 10) représente le domaine contenant les répétitions de 10 alanines. CCD (Coiled-
coil Domain) B) Schématisation d’un domaine RRM. Les cylindres représentent les hélices 
alpha et les flèches représentent les feuillets beta orientés de manière antiparallèle.  
 
Les PAPBCs ont une taille d’environ 70 kDa et on note la présence en N-terminal, de 
quatre domaines de reconnaissance à l’ARN (RRM) et un seul chez PABPN1 en C-
terminal. Les RRMs ont une structure composée de quatre feuillets-β et de deux hélices-α 
(voir schéma 1B.). C’est dans les feuillets-β qu’on note la présence de deux séquences 
consensus hautement conservées : RNP-1 et RNP-2 (Deo et al. 1999). C’est grâce aux 
séquences RNPs que les PABPs interagissent avec les régions riches en adénosines via des 
interactions de van der Waals, des ponts hydrogènes, des interactions hydrophobes et 
ioniques (Deo et al. 1999). Une longueur minimale de douze adénosines est nécessaire pour 
une interaction à haute affinité entre PABPC1 et une molécule d’ARN poly-adénylé (Sachs 
et al. 1987). Chez la protéine PABPC1, les domaines RRMs, en plus de favoriser 
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 l’interaction protéine-ARN, favorisent aussi l’interaction avec d’autres protéines comme 
par exemple Paip1 (protéine interagissant avec les PABPs 1) (Roy et al. 2002), Paip2 
(Baass et al. 2006), eIF4G (facteur d’initiation de la traduction 4G) (Imataka et al. 1998), 
GW182 (protéine faisant partie du complexe de répression génique via des micro-ARNs 
(miRNAs) (RISC)) (Huntzinger et al. 2010). De plus, certaines PABPCs contiennent aussi 
un domaine constitué de cinq hélices-α appelé (MLLE) dû à un motif d’acide aminé : 
méthionine-leucine-leucine-glutamine. Pour la protéine PABPC1, le domaine MLLE sert à 
la dimérisation de la protéine (Lin et al. 2012) à faciliter l’interaction avec la protéine eRF3 
(eukaryotic release factor 3) qui est impliquée dans la terminaison de la traduction 
(Hoshino et al. 1999) et à interagir avec le facteur d’initiation de la traduction 4B (eIF4B) 
(Bushell et al. 2001). 
Comme les PABPCs, PABPN1 est une protéine conservée à travers l’évolution (Banerjee et 
al. 2013). La protéine PABPN1 a une taille d’environ 30 kDa et contient quatre 
domaines majeurs : une région contenant des répétions de dix alanines (Ala 10); une région 
hélicoïdale (CCD); un domaine RRM; et une région riche en arginine (R-rich) située en C-
terminal (voir schéma 1A). La région contenant les répétitions d’alanines est sujette à des 
mutations causant une maladie, la dystrophie musculaire oculopharyngée (DMOP) (Brais et 
al. 1998), dont nous discuterons dans le chapitre subséquent. La région hélicoïdale est 
essentielle pour stimuler l’activité de la poly-(A) polymérase (PAP) mais pas pour la liaison 
de la protéine à l’ARN (Kerwitz et al. 2003). Le domaine RRM de PABPN1 contient un 
domaine RNP (ribonucleoprotein) qui lui permet l’interaction spécifique avec des 
molécules d’ARNs poly-(A) ayant une répétition minimale de onze adénosines (Kühn et al. 
2003). Ce dernier domaine est d’autant plus important car la stimulation de la PAP est 
dépendante de la capacité de PABPN1 à lier l’ARN (Kühn et al. 2009). Des expériences ont 
montré que la région R-rich en C-terminal (voir schéma 1A) coopère avec la région RRM 
pour lier les molécules d’ARNs (Kühn et al. 2003), elle permet l’oligomérisation de la 
protéine (Kühn et al. 2003)(Fan et al. 2001) et elle contient un signal de localisation 
nucléaire (NLS) qui permet à PABPN1 de retourner au noyau via l’interaction avec la 
protéine transportine (Fronz et al. 2011). De plus, l’import de PABPN1 au noyau, médié 
par la transportine, est modulé par la diméthylation asymétrique des arginines présentes en 
C-terminal,  par les protéines méthyl-transférases PRMT1, PRMT3 et PRMT6 (Fronz et al. 
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 2008; Fronz et al. 2011). Par contre, une récente étude propose l’existence d’une voie 
alternative d’import au noyau pour PABPN1, indépendante de l’interaction avec la 
transportine (Mallet & Bachand 2013). 
1.1.2 Fonctions 
Historiquement, PABPC1 fut la première PABP à être découverte chez des cellules de 
fibroblastes murins et d’hépatocytes de rat (Blobel 1972)(Blobel 1973). Cette dernière est 
la plus étudiée des PABPs cytoplasmiques, c’est pourquoi cette section va uniquement 
parler de ses fonctions. Pab1, l’orthologue de PABPC1 chez la levure S. cerevisiae, fait la 
navette entre le noyau et le cytoplasme via Xpo1/Crm1 (Brune et al. 2005) et est impliqué 
dans la biogenèse et l’export des ARNms (Dunn et al. 2005). Comme chez la levure, 
plusieurs études ont démontré que PABPC1 pouvait faire la navette entre le noyau et le 
cytoplasme chez plusieurs mammifères (Afonina et al. 1998)(Woods et al. 2002)(Woods et 
al. 2005). De plus, il fut démontré que PABPC1 interagit avec des ARNms non matures 
(pre-ARNms) et avec la PAP (Hosoda et al. 2006) et qu’il fait partie du complexe de 
maturation des pre-ARNms en 3’ (Shi et al. 2009). Malgré l’absence d’évidence 
fonctionnelle de PABPC1 au noyau chez l’humain, les études précédemment mentionnées 
suggèrent que cette dernière pourrait être impliquée dans la biogenèse et la maturation des 
pre-ARNms.  
Dans le cytoplasme, PABPC1 régule l’expression des transcrits d’ARNms par diverses 
mécanismes. En s’attachant aux queues poly-(A) des ARNms, PABPC1 facilite le 
recrutement de la sous-unité ribosomale 40S via son interaction avec eIF4G (Imataka et al. 
1998) (Tarun & Sachs 1996), favorisant par le fait même la formation de la boucle 
traductionnelle (Jacobson 1983) (Wells et al. 1998). De plus, certaines évidences suggèrent 
que PABPC1 aide au recrutement de la sous-unité ribosomale 60S (Searfoss & Dever 2001) 
(Kahvejian et al. 2005) et favorise aussi le recyclage de l’unité ribosomale 80S (Hoshino et 
al. 1999). L’initiation de la traduction par PABPC1 peut être modulée par deux protéines : 
Paip1 (Roy et al. 2002) et Paip2 (Khaleghpour et al. 2001). Paip1 a pour effet, de stimuler 
la traduction en interagissant à la fois avec PABPC1 et eIF4A permettant ainsi le 
recrutement de ribosomes ou autres facteurs participant à l’initiation de la traduction (Roy 
et al. 2002). Paip2 est un inhibiteur traductionnel car il compétitionne avec Paip1 pour la 
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 liaison à PABPC1 (Khaleghpour et al. 2001). La liaison de Paip2 avec PABPC1 diminue 
l’affinité de cette dernière pour sa liaison à l’ARN (Khaleghpour et al. 2001). PABPC1 
module aussi l’expression de certains transcrits spécifiques de manière indépendante à la 
queue poly-(A). PABPC1 inhibe la traduction de son propre transcrit en se liant à une 
région riche en adénosines dans son 5’UTR in vitro (de Melo Neto et al. 1995) (Bag & Wu 
1996) et in vivo (Hornstein et al. 1999). YB-1 est un facteur de transcription qui régule sa 
propre expression en inhibant sa traduction via sa liaison en 3’UTR avec son transcrit 
(Skabkina et al. 2005). PABPC1 lie une séquence riche en adénosines chevauchant la 
séquence de liaison de YB-1 (Skabkina et al. 2005). PABPC1, en compétitionnant avec 
YB-1 pour la liaison à l’ARN, augmente la traduction de ce dernier (Skabkina et al. 2003) 
(Skabkina et al. 2005). 
Le bon fonctionnement de l’oogenèse et la différentiation cellulaire normale chez D. 
melanogaster sont dépendantes du transport d’ARNms à leur site d’expression précis 
(Martin & Ephrussi 2009). Un de ces transcrits est le gène oskar (osk), qui est nécessaire à 
la morphogenèse de la partie postérieure de la larve (Johnstone & Lasko 2001). Le 
complexe protéique Bicaudal-D/Egalitarian (Bic-D/Egl) est impliqué dans le transport du 
transcrit osk (Suter & Steward 1991) (Swan & Suter 1996). Une étude a montré que 
PABPC1 co-immunoprécipitait de manière ARN-dépendante avec le complexe Bic-D/Egl 
et co-localisait partiellement avec ce dernier, à mi-temps de l’oogénèse et dans les 
embryons au stade blastocyste (Vazquez-Pianzola et al. 2011). Aussi, PABPC1 co-
localisait avec le transcrit osk, via sa liaison avec une séquence riche en adénosine dans la 
région 3’UTR  (Vazquez-Pianzola et al. 2011). Dans les mutants du gène PABPC1, une 
diminution de l’accumulation de l’ARNm osk et une mauvaise localisation étaient 
observées (Vazquez-Pianzola et al. 2011). Ces résultats suggèrent que PABPC1 augmente 
la stabilité de l’ARNm d’osk via la région riche en adénosines, ce qui favoriserait 
l’assemblage avec le complexe Bic-D/Egl permettant son transport. 
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Schéma 2 Représentation de diverses voies de dégradation des transcrits ARNms 
Diverses voies de dégradation des ARNms dans le cytoplasme de cellules eucaryotes. Les 
ronds noirs correspondent à la coiffe en 5’ des ARNms. Les traits minces représentent les 
régions non-traduites des ARNms. Les rectangles gris représentent les cadres de lecture 
présents chez les ARNms. Les répétitions de A désignent les queues de poly-adénosines 
présentes en 3’ des transcrits. Les images de couleurs bleues, rouges, vertes et jaunes 
représentent diverses machineries de dégradation.  
Selon les études effectuées chez la levure et les mammifères, il existe deux voies de 
dégradation générales des ARNms (Tucker & Parker 2000) (Mitchell & Tollervey 2001) : 
le clivage de la coiffe en 5’ et la déadénylation en 3’. Pour les autres voies de dégradation 
des ARNms, voir le schéma 2. Le clivage de la coiffe s’effectue par un complexe protéique 
constitué de deux sous-unités : Dcp1 (Lagrandeur & Parker 1998) et Dcp2 (Dunckley & 
Parker 1999). Suite au clivage, les transcrits sont par la suite pris en charge par 
l’exonucléase 5’-3’ appelée Xnr1 (Hsu & Stevens 1993). Pour que le clivage s’effectue, il 
faut qu’il y ait dissociation entre la coiffe et le facteur d’initiation de la traduction 4E 
(eIF4E) (Schwartz & Parker 2000) et une association entre Dcp1/2 et eIF4G (Vilela et al. 
2000). Ces résultats suggèrent une compétition entre le complexe Dcp et eIF4E pour 
l’interaction avec eIF4G. PABPC1 peut moduler le clivage de la coiffe en augmentant  la 
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 stabilité de l’interaction entre eIF4E et la coiffe via son association avec eIF4G (von Der 
Haar et al. 2000). La déadénylation en 3’ peut s’effectuer par plusieurs complexes 
exonucléiques : CCR4-NOT (Tucker et al. 2001) (Denis & Chen 2003); PARN (Astrom et 
al. 1992) (Wahle & Körner 1997) et PAN2/PAN3 (Tucker et al. 2001). Plusieurs évidences 
suggèrent que PABPC1 effectue des fonctions contraires en 3’ des transcrits soit en  
activant la déadénylation (Sachs & Deardorffs 1992) ou en l’inhibant (Bernstein et al. 
1989) (Wormington et al. 1996). PABPC1 inhibe le complexe de CCR4-NOT (Tucker et al. 
2002) (Viswanathan et al. 2003) lorsque PABPC1 interagit avec la queue poly-(A). Le 
complexe PARN est aussi inhibé par PABPC1 (Gao et al. 2010) mais la déadénylation par 
ce dernier complexe est stimulé par la structure de la coiffe (Martînez et al. 2001) (Dehlin 
et al. 2000) (Wahle & Körner 1997). Finalement, le complexe PAN2/PAN3 est stimulé par 
la présence de PABPC1 sur la queue poly-(A) (Sachs & Deardorffs 1992). 
Chez les eucaryotes, les transcrits d’ARNms ayant un codon de terminaison prémature 
(PTC), sont dégradés par la voie de dégradation des ARNms non-sens (NMD) qui est pris 
en charge par le complexe protéique Upf (Up-frameshit), les protéines formant un 
complexe à la jonction des exons (EJC) et les facteurs de terminaison de la traduction eRF1 
et eRF3 (Lejeune et al. 2003) ( Mitchell & Tollervey 2003). Des études récentes ont 
démontré que PABPC1 serait impliqué dans la modulation de la voie NMD (Goss D.J. & 
Kleiman 2013). En effet, PAPBC1 compétitionnerait avec le complexe Upf pour la liaison 
aux facteurs de terminaison de la traduction eRF1 et eRF3, empêchant ainsi la dégradation 
des transcrits ayant un PTC en 3’ (Singh et al. 2008) (Ivanov et al. 2008).  
La modulation de l’expression des gènes par le complexe de répression génique médié par 
l’ARN (RISC) consiste généralement par l’inhibition traductionnelle des ARNms et la 
dégradation de ces derniers (Huntzinger & Izaurralde 2011). Des études récentes ont 
démontré que PABPC1 favorise l’association du complexe RISC avec son ARNm cible 
(Moretti et al. 2012). Plus précisément, PABPC1 doit interagir avec la protéine GW182, 
protéine faisant partie du complexe RISC (Zekri et al. 2009) (Fabian et al. 2009), qui elle 
va favoriser le recrutement du complexe de déadénylation CCR4-NOT (Fabian et al. 2009) 
(Chekulaeva et al. 2011) (Braun et al. 2011). Pour un résumé des fonctions décrites de 
PABPC1, voir le schéma 3.  
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Schéma 3 Résumer des fonctions de PABPC1 
Schématisation des divers rôles de PABPC1 dans le cytoplasme des cellules eucaryotes. 
Les ronds noirs correspondent à la coiffe en 5’ des ARNms. Les traits minces représentent 
les régions non-traduites des ARNms. Les rectangles gris représentent les cadres de lecture 
présents chez les ARNms. Les répétitions de A désignent les queues de poly-adénosines 
présentes en 3’ des transcrits. Les rectangles rouges représentent les domaines de liaison de 
PABPC1 sur les transcrits. Le rectangle jaune représente le domaine de YB-1 avec son 
propre transcrit. 
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 1.1.3 Nouvelles PABPs 
Mis à part les PABPs dont on fait mention les chapitres précédents, trois nouvelles 
protéines se sont inscrites dans la famille des PABPs : ZC3H14, hnRNP-Q1 et LARP4. La 
protéine #14 à doigt de zinc de type-CCCH (ZC3H14) est conservée à travers l’évolution. 
On retrouve son orthologue Nab2 chez S. cerevisiae (Anderson et al. 1993), dNab2 chez D. 
melanogaster (Pak et al. 2011), SUT-2 chez C. elegans (Guthrie et al. 2009) et MSUT2 
chez M. musculus (Guthrie et al. 2011). Elle possède aussi deux NLSs qui lui confèrent une 
localisation nucléaire (Leung et al. 2009), plus spécifiquement dans des structures appelées 
"nuclear speckles" (Lamond & Spector 2003). Cette protéine possède aussi un domaine 
similaire au domaine proline-tryptophane-isoleucine (PWI-like) lui permettant d’interagir 
avec des protéines faisant partie de complexe de pores nucléaires (Fasken et al. 2008). Chez 
ZC3H14, le domaine à doigts de zinc est responsable de sa liaison à haute affinité avec les 
ARNs poly-adénylés (Kelly et al. 2007). Les études effectuées chez la S. cerevisiae, ont 
démontré que Nab2 serait impliquée dans le contrôle de la longueur des queues poly-(A) 
chez les ARNms ainsi que dans l’export des ces derniers (Green et al. 2002) (Marfatia et al. 
2003). Par contre, les études chez D. melanogaster (Pak et al. 2011) et chez les cellules 
neuronales de mammifères (Kelly et al. 2014) montrent qu’une déplétion de ZC3H14 
n’affecte pas l’export des ARNms mais que la longueur de leur queues poly-(A) se voit 
modulée. 
La ribonucléoprotéine hétérogène Q1 (hnRNP-Q1) est conservée à travers l’évolution et est 
exprimée de manière ubiquitaire (Svitkin et al. 2013) (Wigington et al. 2014). La protéine 
contient : un domaine riche en acides aminés acides (acidic); trois RRMs; un NLS putatif et 
un domaine ayant des motifs de répétitions arginine-glycine-glycine (RGG) (Mourelatos et 
al. 2001). Le transcrit de ce gène est sujet à de l’épissage alternatif qui produits deux 
isoformes nucléaires : hnRNP-Q2 et hnRNP-Q3 (Mourelatos et al. 2001), contrairement à 
hnRNP-Q1 qui est majoritairement cytoplasmique (Mourelatos et al. 2001). Les domaines 
RGG et acidique sont tous les deux impliqués dans l’interaction avec d’autres protéines 
(Mourelatos et al. 2001) (Quaresma et al. 2006). De multiples études suggèrent que
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 hnRNP-Q1 serait impliqué dans plusieurs processus soit : le transport des ARNms 
(McDermott et al. 2012) (Bannai et al. 2004) (H.-H. Chen et al. 2012) (Elvira et al. 2006),  
l’épissage (Mourelatos et al. 2001) (Kabat et al. 2009) (Mourelatos et al. 2001), la 
traduction (Lyabin et al. 2013) (Kim et al. 2004) (Kim et al. 2013) (Kim et al. 2011) (Cho 
et al. 2007) (Kim et al. 2007) et la dégradation (Weidensdorfer et al. 2009) (Moser et al. 
2007) (Kim et al. 2005) (Kim et al. 2011) des ARNms.  
La protéine La connexe 4 (LARP4) est aussi conservée à travers l’évolution (Bayfield et al. 
2010) et fait partie de la super famille des protéines La liant l’ARN (LARP) (Bousquet-
Antonelli & Deragon 2009). La protéine LARP4 est constituée de 3 domaines majeurs : un 
motif d’interaction avec les PABPs 2 (PAM2), un motif La (LaM) caractéristique de la 
super famille et un domaine RRM-like (Bayfield et al. 2010). Le domaine PAM2 permet à 
LARP4 d’interagir avec PABPC1 (Yang et al. 2011). Les domaines LaM et RRM-like 
permettent à la protéine d’interagir avec beaucoup d’affinité aux ARNs poly-adénylés 
(Yang et al. 2011). Chez les mammifères, LARP4 interagit avec la protéine RACK1 
(protéine constituant la sous-unité ribosomale 40S) et co-sédimente avec les polysomes 
(Yang et al. 2011). De plus, la diminution de l’expression de LARP4 induit une diminution 
de la traduction protéique (Yang et al. 2011). Aussi, l’augmentation de l’expression de 
LARP4 a pour effet d’augmenter la stabilité des ARNms (Yang et al. 2011). 
1.2. PABPN1 
1.2.1. Fonctions  
Chez les métazoaires, pratiquement tout les ARNms ont une queue poly-(A). Dans le noyau 
des cellules mammifères, cette maturation en 3’ des transcrits se fait en deux étapes 
distinctes : en premier, il y a un clivage endo-nucléolitique 15 à 30 nucléotides après la 
séquence de clivage et de poly-adénylation optimale AAUAAA par le complexe de clivage 
et poly-adénylation spécifique (CPSF) et l’ajout d’environ 10 adénosines (Birnstiel et al. 
1985) (Proudfoot 1991). En deuxième, un ajout rapide de 200 à 300 adénosines par la PAP 
qui est indépendant du complexe CPSF (Birnstiel et al. 1985) (Proudfoot 1991). La 
première fonction de PABPN1 chez les mammifères fut identifiée en 1991 comme une 
protéine pouvant stimuler la poly-adénylation de transcrits messagers par la PAP (Wahle 
1991). Cette fonction fut décrite comme étant indépendante du complexe CPSF et de la 
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 séquence AAUAAA, mais requérant uniquement une répétition d’environ 10 adénosines 
(Wahle 1991). Par contre, la réaction de poly-adénylation était toujours complète (~250 
nucléotiques) lorsqu’il y avait la présence des trois facteurs  (CPSF, PABPN1 et PAP) et du 
substrat (ARN avec la séquence AAUAAA) (Wahle 1991). Aussi, il fut démontré que 
PABPN1 stimulait la PAP en stabilisant son interaction avec l’ARN et non pas son 
efficacité enzymatique (Kerwitz et al. 2003). Par la suite, des études de microscopie ont 
montré que PABPN1 formait deux types de structures lorsque lié à des répétitions 
d’adénosines : des filaments linéaires de 7 nanomètres (nm) et des particules sphériques de 
21 nm (Keller et al. 2000). La formation des particules de 21 nm semblait avoir un 
paramètre limitant car le fait d’ajouter PABPN1 en excès ou des molécules d’ARNs ayant 
des répétitions de plus de 1000 adénosines n’augmentait pas la taille des particules 
sphériques (Keller et al. 2000). De plus, les particules de 21 nm correspondaient à une 
longueur de queue poly-(A) entre 200 et 300 nucléotides (Keller et al. 2000). À partir de 
ces évidences, il fut proposé comme modèle que PABPN1 contrôlerait la longueur des 
queues poly-(A) (Keller et al. 2000). C’est des années plus tard que d’autres évidences ont 
montré que PABPN1, en couvrant la queue poly-(A), permet de maintenir une interaction 
physique entre la PAP et le complexe CPSF (Kühn et al. 2009) de manière dose-
dépendante. L’ajout d’environ 250 adénosines induit la formation des particules sphériques 
de 21 nm qui a pour conséquence la dissociation des trois facteurs et terminaison de la 
poly-adénylation (Kühn et al. 2009). Pour une schématisation du modèle de contrôle de la 
longueur des queues poly-(A), voir le schéma 4. 
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Schéma 4 Modèle du contrôle de la longueur des queues poly-(A) par PABPN1 
Représentation de la contribution de PABPN1 dans la stimulation de la poly-adénylation 
des ARNms dans le noyau et du contrôle de la longueur des queues poly-(A). La séquence 
AAUAAA représente la séquence signale de clivage et de polyadénylation reconnue par le 
complexe CPSF. Les ronds noirs correspondent à la coiffe en 5’ des ARNms. Les traits 
minces représentent les régions non-traduites des ARNms. Les rectangles gris représentent 
les cadres de lecture présents chez les ARNms. Les répétitions de A désignent les queues 
de poly-adénosines présentes en 3’ des transcrits. 
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 Concordant avec ses fonctions in vitro, PABPN1 a une localisation majoritairement 
nucléaire (Krause et al. 1994) plus précisément dans les "nuclear speckles",  la où il y a 
présence de multiples facteurs impliqués dans la biogenèse des pre-ARNms (Bear et al. 
2003) (Spector & Lamond 2011). La localisation de PABPN1 aux «nuclear speckles» est 
dépendante de la transcription d’ARNms (Calado & Carmo-fonseca 2000).  Des études 
effectuées chez des cellules de souris ont démontré que PABPN1 interagit avec la protéine 
nucléaire SKIP (Kim et al. 2001). Cette interaction a pour effet d’augmenter la 
transcription  du gène codant pour le facteur de transcription MyoD, impliqué dans la 
différenciation des cellules musculaires et des marqueurs de différenciation cellulaire 
myogénine et MLC1a (Kim et al. 2001). L’augmentation de l’expression de MyoD a pour 
effet d’initier la différenciation cellulaire des myoblastes en myotubes (Kim et al. 2001) 
(Buckingham & Rigby 2014). Ces résultats suggèrent que PABPN1 serait impliqué dans 
l’expression de certains gènes au niveau transcriptionnel. 
Une maturation complète en 3’ des ARNms est nécessaire pour que ces derniers soient 
exportés vers le cytoplasme (Chan et al. 2011). La propriété de PABPN1 de pouvoir faire la 
navette entre le noyau et le cytoplasme (Fronz et al. 2011) a soulevé un modèle où 
PABPN1 pourrait être impliqué dans l’export des ARNms vers le cytoplasme. Une étude 
faite chez les cellules de mammifères a montré que la protéine virale de l’influenza NS1 
inhibe l’activité de PABPN1 lorsque cette dernière est exprimée (Chen et al. 1999). Cette 
inhibition de l’activité de PABPN1 a eu pour effet l’accumulation d’ARNms contenant une 
courte queue poly-(A) (~12 nucléotides) au noyau (Chen et al. 1999). Chez C. tentans, une 
association entre PABPN1 et l’ARN polymérase II (ARN-pol II) fût observée tout au long 
de la transcription de gènes sur les chromosomes polytènes (Bear et al. 2003). De plus, 
cette étude a montré que PABPN1 était associé aux transcrits du relâchement du 
chromosome, jusqu’à leur translocation vers les pores nucléaires (Bear et al. 2003). Chez 
des lignées primaires de cellules musculaires de souris, une répression génique de 
l’expression de PABPN1 a comme effet : un ralentissement de croissance et de 
différenciation cellulaire, un raccourcissement des queues poly-(A) des ARNms et une 
séquestration nucléaire de ces derniers (Apponi et al. 2010). Bref, plusieurs évidences 
suggèrent que PABPN1 est impliqué dans l’export des ARNms du noyau vers le 
cytoplasme. 
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Chez les mammifères, la majorité des ARNms contiennent une région en 3’ non-traduite 
(3’UTR) qui est impliquée dans la modulation de l’expression des transcrits (Andreassi & 
Riccio 2009) (Fabian et al. 2010). La modulation de l’expression par les régions 3’UTRs 
est médiée par les miARNs via le complexe RISC (Fabian et al. 2010). Chez la majorité des 
transcrits, le clivage et la poly-adénylation alternative (APA) est un mécanisme connu pour  
faire varier la longueur des régions 3’UTRs via l’utilisation de deux sites de clivages et de 
poly-adénylations : un site distal dit canonique (optimal) ayant la séquence AAUAAA et un 
site proximale dit non-optimal avec une séquence autre (Di Giammartino et al. 2011). Leur 
propriété d’efficacité vient en majeure partie de la reconnaissance et de leur utilisation par 
la machinerie de maturation en 3’ des transcrits (CPSF, PAP, PABPN1) (Di Giammartino 
et al. 2011). Le phénomène d’APA est connu pour être impliqué dans de multiples 
processus cellulaires (Kedde & Agami 2008). 
De récentes études proposent un modèle où PABPN1 serait impliqué dans la régulation de 
l’APA (Jenal et al. 2012) (de Klerk et al. 2012). Ces deux études ont montré que la 
diminution de l’expression de PABPN1 avait pour effet une augmentation de l’utilisation 
des sites de clivages et de poly-adénylations proximaux ayant comme conséquence un 
raccourcissement de la région 3’UTR (Jenal et al. 2012) (de Klerk et al. 2012). Par contre, 
les deux études proposent des modèles différents. Dans l’étude de (Jenal et al. 2012), les 
auteurs proposent un modèle où PABPN1 supprimerait l’utilisation du site proximal via sa 
liaison préférentielle à ces derniers, empêchant ainsi sa reconnaissance par la machinerie de 
maturation en 3’. L’étude de (de Klerk et al. 2012) propose plutôt un modèle où PABPN1 
favoriserait l’utilisation de sites distaux en se basant sur trois évidences : l’interaction 
physique entre PABPN1, le complexe CPSF et la PAP (Kühn et al. 2009), l’interaction 
entre PABPN1 et l’ARN-pol II (Bear et al. 2003) et la liaison de PABPN1 au sites distaux 
préférentiellement aux sites proximaux (de Klerk et al. 2012). De plus, une récente étude a 
démontré la corrélation entre la diminution de l’expression de PABPN1 et l’augmentation 
de l’APA dans des cellules cancéreuses pulmonaires prélevées chez des patients atteints, 
suggérant un rôle possible de PABPN1 dans la maladie (Ichinose et al. 2014).  
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Chez la levure à fission S. pombe, Pab2, l’orthologue de PABPN1, est impliqué dans la 
dégradation de certains pre-ARNms poly-adénylés via l’exosome nucléaire (Lemieux et al. 
2011). La participation de PABPN1 dans la dégradation de transcrits nucléaires fut aussi 
rapportée chez les cellules de mammifères (Beaulieu et al. 2012) (Bresson & Conrad 2013). 
Une récente étude a démontré que PABPN1 promeut la dégradation d’une classe d’ARN 
qu’on appelle «long ARN non codant» (lncARN) via l’exosome nucléaire (Beaulieu et al. 
2012). En effet, la déplétion de PABPN1 avait comme conséquence l’accumulation de 
SHG60, un lncARN poly-adénylé (Beaulieu et al. 2012). Aussi, PABPN1 
immunoprécipitait avec RRP40 et RRP6, des composantes de l’exosome nucléaire 
(Beaulieu et al. 2012). De plus, la dégradation de SHG60 était dépendante de la poly-
adénylation de son transcrit (Beaulieu et al. 2012). Par contre, dans cette étude, la déplétion 
de PABPN1 via des siARNs n’a pas affecté la maturation en 3’ des transcrits messagers 
comme attendue, pouvant suggérer des rôles dépendants du type cellulaire utilisé (Beaulieu 
et al. 2012). De plus, une nouvelle voie de dégradation d’ARN impliquant PABPN1, la 
PAPα et PAPγ et les sous-unités de l’exosome nucléaire RRP6 et DIS3 fut découverte 
(Bresson & Conrad 2013). Dans cette étude, des transcrits accumulant au noyau ou ayant 
un défaut dans leur maturation (épissage), engendrant une rétention nucléaire, étaient 
hyperadénylés par les PAPα/PAPγ en présence de PABPN1 (Bresson & Conrad 2013). 
Cette hyperadénylation a comme conséquence la prise en charge par l’exosome nucléaire 
(Bresson & Conrad 2013). Ces résultats suggèrent que PABPN1 pourrait être impliqué dans 
le contrôle qualité des ARNs nucléaires. En plus, la poly-adénylation de transcrits menant à 
la dégradation est aussi un mécanisme conservé chez la levure à bourgeon et chez les 
plantes (Doma & Parker 2007).   
Chez les cellules de mammifères, la coiffe en 5’ des transcrits d’ARNms nouvellement 
synthétisée et liée par le complexe protéique liant la coiffe (CBP) (Maquat et al. 2010a). 
Une fois exportés au cytoplasme, les transcrits liés au CBP passe par l’étape pionnière de 
traduction (Maquat et al. 2010b). Cette étape est un processus de contrôle de qualité 
permettant de détecter la présence de PTC dans la région codante des ARNms et de les 
dégrader via le NMD (Chang et al. 2007) (Mühlemann et al. 2008) (Woeller et al. 2008). 
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 Durant la traduction pionnière, la lecture de l’ARNm par le ribosome induit un changement 
des protéines liant le transcrit permettant la formation de la boucle traductionnelle (Lejeune 
et al. 2002) (Chiu et al. 2004) (Maquat et al. 2010). Les résultats d’une étude ont montré 
que PABPN1 était lié au transcrit lors de la traduction pionnière et que ce dernier était 
remplacé par PABPC1 une fois l’étape terminée (Sato & Maquat 2009). Ceci pourrait 
suggérer que PABPN1 ait un rôle dans cette étape pionnière. Néanmoins, d’autres études 
sont nécessaires afin de comprendre son implication exacte au niveau moléculaire de ce 
processus. Pour un résumé des fonctions décrites de PABPN1, voir le schéma 5.  
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 Schéma 5 Résumé des fonctions de PABPN1 
Représentation des fonctions de PABPN1 dans les cellules eucaryotes. Les ronds noirs 
correspondent à la coiffe en 5’ des ARNms. Les traits minces représentent les régions non-
traduites des ARNms. Les rectangles gris représentent les cadres de lecture présents chez 
les ARNms. Les répétitions de A désignent les queues de poly-adénosines présentes en 3’ 
des transcrits. Les ronds mauves représentent la traduction de l’ARNm en protéine. 
 
1.2.2. Dystrophie musculaire oculopharyngée  
 Historiquement, la première référence de la dystrophie musculaire oculopharyngée 
(OPMD) remonte à 1915 (Taylor 1915). Les symptômes de cette maladie progressive y 
sont décrits comme étant une perte de la motricité des paupières et une perte de déglutition 
(Taylor 1915) dû à une dégénérescence des tissus musculaires (Raz et al. 2013). Une 
récente étude montre aussi que lors de la progression de la maladie, d’autres muscles du 
système musculo-squelletique sont atteints (Fischmann et al. 2012). Une marque 
caractéristique de la pathologie est la présence d’inclusions nucléaires (IN) dans les cellules 
musculaires particulièrement (Tomé & Fardeau 1980) (Tomé et al. 1997). L’OPMD est 
habituellement une maladie autosomale dominante, à pénétrance complète et sans 
prédisposition sexuelle. Le locus chromosomique muté dans la maladie fut identifié sur le 
chromosome 14 (Brais et al. 1995) (Brais et al. 1997). Par après, le gène responsable de 
l’OPMD fut identifié comme étant PABPN1 (Brais et al. 1998). C’est une mutation de type 
expansion trinucléotidique du triplet GCG en N-terminal de la protéine (Brais et al. 1998). 
Deux hypothèses peuvent expliquer la cause de cette mutation : soit un glissement de 
l’ADN polymérase ou une recombinaison homologue inégale des chromosomes (Schröder 
et al. 2011). Les premiers cas d’OPMD furent répertoriés chez des familles canadiennes-
françaises (Taylor 1915) mais des études subséquentes ont montré la présence de la maladie 
chez d’autres populations (Laberge et al. 2005) (Blumen et al. 2000). Dû à l’effet fondateur, 
la prévalence chez les canadiens-français est de 1:1000 (Laberge et al. 2005) et de 1:600 
dans la communauté juive de Bukhara (Blumen et al. 2000). 
Les études investiguant l’influence de l’ajout d’alanines supplémentaires en N-terminal ont 
montré que cette mutation était responsable de la formation d’agrégats insolubles qui 
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 correspondait aux INs (Scheuermann et al. 2003) (Lodderstedt et al. 2007). De plus, les 
résultats d’une étude in silico semblent suggérer que l’addition d’alanines engendre la 
transition d’une structure désordonnée et flexible en une structure stable hélicoïdale de la 
partie N-terminale (Tavanez et al. 2009). Par contre, les études mentionnées précédemment 
ont étudié la formation et les propriétés physico-chimiques des agrégats causés par le 
segments N-terminal seulement (Scheuermann et al. 2003) (Lodderstedt et al. 2007) 
(Tavanez et al. 2009). Une récente étude in vitro, utilisant la protéine complète, a démontré 
que la formation des agrégats était indépendante de la présence des répétitions d’alanines 
(Winter et al. 2012). Les résultats de cette étude montre que la vitesse de formation des 
agrégats n’est pas influencée par la répétition d’alanine mais que toutefois, il y a des 
changements conformationnels de la protéine lors de la formation des agrégats (Winter et 
al. 2012). De plus, la présence ou l’absence de la répétition n’influence pas les propriétés ni 
la structure des agrégats (Winter et al. 2012). Aussi, l’équipe a démontré que la partie C-
terminal de la protéine contribue à la formation des agrégats et que ces dernier ont une plus 
faible affinité pour des substrats d’ARNs poly-adénylés (Winter et al. 2012). Malgré tout, 
aucune évidence in vitro ne semble expliquer de manière physico-chimique en quoi l’ajout 
d’alanines supplémentaires influence ces agrégats. Cela laisse sous-entendre que cette 
mutation a des répercutions plus importantes in vivo qu’in vitro. 
Plusieurs études in cellulo faites dans diverses lignées cellulaires ou de biopsies provenant 
de patients atteints, ont montré que PABPN1 mutée était responsable de la formation d’INs 
caractéristiques de la pathologie et qu’il y avait présence de la protéine dans ces agrégats 
(Shanmugam et al. 2000) (Uyama et al. 2000) (Becher et al. 2000) (Calado et al. 2000) 
(Fan et al. 2001). L’agrégation de PABPN1 dans les INs ne semble pas affecter la poly-
adénylation des ARNms (Calado et al. 2000). Par contre, ces INs causent la séquestration 
de multiples facteurs dont des facteurs d’épissage (hnRNP A1 et A/B) (Fan et al. 2003), des 
ARNs poly-adénylés (Calado et al. 2000), des protéines chaperonnes (Tavanez et al. 2009), 
des protéines méthyl-transférases (PRMT1 et PRMT3) (Tavanez et al. 2009) et de multiples 
autres protéines nucléaires (Corbeil-Girard et al. 2005). Cette condition non physiologique 
engendre comme réponse cellulaire le recrutement du système ubiquitine-protéasome (UP) 
(Abu-Baker et al. 2003) et de protéines chaperonnes (Wang et al. 2005) (Tavanez et al. 
2009) dans les INs, suggérant la détection de protéines mal repliées. Aussi, l’inhibition de 
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 l’UPs via la lactacystine ou autres inhibiteurs de l’UP augmente la formation des INs dans 
les cellules exprimant PABPN1 mutée (Abu-Baker et al. 2003). De plus, l’expression de la 
protéine mutée induit l’apoptose via la voie p53 (Bhattacharjee et al. 2012). La toxicité des 
agrégats est cependant dépendante de la localisation nucléaire de PABPN1 car, lorsqu’on 
induit une localisation majoritairement cytoplasmique de la protéine, on note une 
diminution quasi-totale des INs et de la mortalité cellulaire (Abu-Baker et al. 2005). 
Comme mentionné dans la section précédente, PABPN1 est impliquée dans l’APA (Jenal et 
al. 2012). Dans cette même étude, la formation d’INs suite à l’expression exogène de la 
protéine mutée cause la séquestration de la protéine endogène dans les agrégats (Jenal et al. 
2012). Cela à pour conséquence une diminution de la longueur des régions 3’UTRs de plus 
de 134 transcrits (Jenal et al. 2012). À la suite de ces résultats, les auteurs proposent un 
modèle où la protéine mutée acquière une fonction toxique, qui a pour effet de diminuer la 
biodisponibilité de la protéine non-mutée l’empêchant ainsi d’effectuer ces fonctions (Jenal 
et al. 2012).  
Des modèles animaux furent générés pour l’étude de l’OPMD. Les orthologues de 
PABPN1 chez C. elegans et D. melonagaster ne contiennent pas de répétition d’alanine en 
N-terminal de la protéine (Ding et al. 2008) (Benoit et al. 1999). Par conséquent 
l’expression de l’orthologue humain chez C. elegans et bovin chez D. melonagaster est 
nécessaire pour l’étude de la pathologie. Dans ces modèles animaux, l’expression des 
orthologues induit une dégénérescence musculaire qui diminue la mobilité chez C. elegans 
(Catoire et al. 2008) et un positionnement anormal des ailes chez D. melanogaster (Chartier 
et al. 2006). De plus, l’étude effectuée chez D. melanogaster a démontré que la présence de 
la répétition d’alanine n’est pas absolument nécessaire au développement du phénotype 
pathologique chez l’animal (Chartier et al. 2006). Par contre, le domaine RRM de la 
protéine et sa capacité à lier l’ARN sont nécessaires au développement de l’OPMD 
(Chartier et al. 2006), suggérant la présence d’une toxicité intrinsèque à PABPN1. Des 
résultats similaires furent rapportés par une autre étude (Tavanez et al. 2005). En effet, une 
expression exogène de PABPN1 non-muté dans des cellules HeLa ou C2 induit la 
formation d’INs qui sont similaires à ceux présents chez des patients atteints d’OPMD 
(Tavanez et al. 2005). Ces résultats laissent penser qu’une simple augmentation de 
l’expression de PABPN1 peut engendrer la pathologie. 
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 Plusieurs modèles de souris transgéniques exprimant PABPN1 muté furent générés afin de 
mieux comprendre la pathologie et permettre de tester plusieurs avenues thérapeutiques. 
Par contre, aucun de ces modèles ne reflètent totalement les phénotypes pathologiques 
observés chez des patients atteints. Le premier modèle fut créé par l’équipe de Yamamura 
et al. (Hino et al. 2004). Les souris exprimant la protéine humaine PABPN1 ayant une 
répétition constituée de 13 alanines présentaient, en plus des caractéristiques habituelles de 
la pathologie, un retard de croissance et une diminution de la durée de vie (Hino et al. 
2004) ce qui ne fut observé chez les patients souffrant d’OPMD. Le modèle utilisé dans 
l’étude de Dion et al. ne récapitulait pas non plus totalement les signes de la pathologie 
(Dion et al. 2005). En effet, les INs n’étaient présents que dans les tissus neurologiques 
(Dion et al. 2005). Cette observation fut aussi rapportée chez des patients atteints d’OPMD 
(Schober et al. 2001) (Boukriche et al. 2002). Malgré l’absence d’INs dans les tissus 
musculaires, les souris présentaient toutefois des faiblesses musculaires et une altération du 
système nerveux périphérique (Dion et al. 2005). Dans une étude plus récente, un modèle 
de souris exprimant la protéine mutée sous le contrôle d’un promoteur inductible à la 
mifépristone fut généré (Mankodi et al. 2012). Les animaux utilisés développaient des INs 
dans les tissus cardiaques, ce qui avait comme conséquence le développement de 
cardiomyopathies (Mankodi et al. 2012) un phénotype absent chez les personnes atteintes 
d’OPMD. Les modèles animaux précédemment mentionnées reproduisent en somme les 
caractéristiques de la pathologie sans pour autant définir clairement le mécanisme 
moléculaire par lequel l’OPMD progresse.      
Dans plusieurs pathologies neurodégénératives se manifestant à l’âge adulte, l’agrégation 
de protéines est une marque caractéristique (Ross & Poirier 2005). Cette agrégation 
protéique entrave l’homéostasie cellulaire qui souvent est causée par un défaut de l’UP à 
dégrader les agrégats (Dennissen et al. 2012). Une dérégulation de l’UP entraîne la 
dystrophie myotonique de type 1 (Vignaud et al. 2010), induit l’atrophie musculaire chez 
l’espèce murine (Bodine et al. 2001) et un vieillissement des tissues musculaires (Lee et al. 
1999) (Combaret et al. 2009). De récentes études ont montré que plusieurs groupes de 
gènes, dont des gènes impliqués dans l’UP, étaient dérégulés dans plusieurs modèles 
animaux et patients atteints d’OPMD (Anvar et al. 2011) (Raz et al. 2011) (Anvar et al. 
2013). Par contre, aucune différence de l’expression de l’UP ne fut observée entre des 
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 patients atteints (moyenne d’âge 56 ans ± 5) et des personnes âgées (> 85 ans) (groupe 
contrôle) (Anvar et al. 2013) suggérant que la dérégulation de l’UP est l’une des causes 
potentielles de l’affaiblissement musculaire chez les personnes âgées et les patients atteints. 
Dans cette même étude, les auteurs ont observé que l’ARNm de PABPN1 diminuait de 
manière âge-dépendante et que cette diminution était plus prononcée chez les patients 
atteints comparativement aux personnes âgées (Anvar et al. 2013). Aussi, la diminution de 
PABPN1 causait un vieillissement des cellules musculaires (Anvar et al. 2013). L’équipe 
d’Apponi a récemment découvert que l’expression de PABPN1 est drastiquement diminuée 
dans les tissus musculaires comparativement aux autres organes (Apponi et al. 2013). 
Durant la régénération musculaire, l’expression de PABPN1 était augmentée (Apponi et al. 
2013), suggérant un rôle de la protéine dans la réparation musculaire. La matrice 
extracellulaire (ECM) dans les tissus musculaires contribue au maintien de la structure 
fibrillaire, aide à la contraction musculaire et est impliquée dans la réparation du tissue 
(Raghow 1994). Un débalancement homéostatique des constituants de l’ECM provoque des 
myopathies (Voermans et al. 2008) et une mauvaise fonction du muscle (Serrano & 
Muñoz-Cánoves 2010). Une des composantes de l’ECM est la protéine Procollagen C-
Endopeptidase Enhancer 1 (PCOLCE 1) qui une fois clivée puis sécrétée, sert de matrice à 
la synthèse du collagène (Kessler et al. 1990) (Takahara et al. 1994) (Hopkins et al. 2007). 
L’équipe de Raz et al. a démontré que chez des patients souffrant d’OPMD, l’expression de 
plusieurs gènes associés à l’ECM étaient diminués (Raz et al. 2013). De plus, chez les 
patients comme chez des souris transgéniques, la protéine PCOLCE 1 était séquestrée dans 
le noyau, plus particulièrement dans les INs (Raz et al. 2013). Aussi, la séquestration de 
PCOLCE 1 corrélait avec l’initiation de la faiblesse musculaire chez le modèle murin (Raz 
et al. 2013). Fait intéressant, la séquestration de PCOLCE 1 au noyau était plus prononcée 
dans les cas d’OPMD que chez d’autres dystrophies musculaires (Raz et al. 2013). Les 
protéines devant se faire dégrader par le protéasome doivent être liées de manière covalente 
par des molécules d’ubiquitines (Bochtler et al. 1999). Cette liaison est effectué par des 
protéines appelées ubiquitine-ligases (Bochtler et al. 1999). Les agrégats nucléaires de 
PABPN1 sont régulés par l’ubiquitine ligase E-3 ARIH2 (ARIH2) (Raz et al. 2014). 
Comme PABPN1, l’expression de ARIH2 dans les muscles diminue avec l’âge (Raz et al. 
2014). Dans les patients atteints d’OPMD, le niveau de ARIH2 est plus faible 
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 comparativement au groupe contrôle (Raz et al. 2014). À son tour, PABPN1 régule 
l’expression de ARIH2 en modulant l’utilisation d’un site de clivage proximal du transcrit 
(Raz et al. 2014) (Jenal et al. 2012). De plus, la protéine ARIH2 est séquestrée dans les INs 
(Raz et al. 2014), pouvant ainsi diminuer le niveau de protéine fonctionnelle. Aussi, 
l’interaction entre PABPN1 est son propre transcrit fut observée, suggérant peut-être une 
autorégulation (Raz et al. 2014). En somme, toutes ces évidences semblent suggérer que 
l’OPMD est une pathologie dû à un vieillissement accéléré des tissus musculaires et où ces 
derniers sont plus affectés à cause de la faible expression et biodisponibilité de PABPN1. 
Pour une schématisation du modèle moléculaire de l’OPMD, voir le schéma 6. 
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Schéma 6 Modèle moléculaire de la DMOP 
Modèle mécanistique impliquant les facteurs PABPN1 et ARIH2, pouvant expliquer la 
dégénérescence musculaire chez des patients atteints de la DMOP et chez les personnes 
agées. PAS 1 fait référence au site de clivage et de poly-adénylation proximal et PAS2 au 
site de clivage et de poly-adénylation distal du transcrit d’ARIH2. Les flèches grises 
signifient une diminution accélérée de la régulation d’ARIH2 et de PABPN1. Les flèches 
rouges représentent une diminution. Les ronds noirs correspondent à la coiffe en 5’ des 
ARNms. Les traits minces représentent les régions non-traduites des ARNms. Les 
rectangles gris représentent les cadres de lecture présents chez les ARNms. Les répétitions 
de A désignent les queues de poly-adénosines présentes en 3’ des transcrits. 
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 1.3. L’épissage 
 
1.3.1. Le spliceosome 
Les gènes codants pour des protéines sont constitués de séquences codantes qui seront 
exportées vers le cytoplasme (exons) et des séquences retenues au noyau (introns). C’est 
vers la fin des années 1970 que l’on découvre l’existence des introns et que ces derniers 
sont épissés du pre-ARNm (Chow et al. 1977) (Berget et al. 1977). L’épissage des introns 
est effectué par le spliceosome, composé de petits ARNs nucléaires (snARN) et de facteurs 
protéines (ribonucléo-protéines) (RNP) (Will & Lührmann 2011). 
Les snARNs composant le spliceosome font partie de la classe des Sm-snARN (car ils 
s’associent aux protéines Sm : B/B’, D1, D2, E, F et G) et il en existe 5 : U1, U2, U4, U6 et 
U5 (Matera & Wang 2014). Les Sm-snARNs sont transcrits par l’ARN polymérase II 
(Hernandez 2001) et leur maturation en 3’ s’effectue par un complexe spécifique aux Sm-
snARNs appelé complexe intégrateur (Baillat et al. 2005) (J. Chen et al. 2012). En 5’ des 
transcrits, la coiffe est reconnu par le complexe CBP et va interagir à son tour avec le 
facteur d’export spécifique aux snARNs PHAX (Ohno et al. 2000) (Segref et al. 2001) et la 
protéine ARS2 (Hallais et al. 2013). PHAX phosphorylé va permettre l’interaction entre le 
transcrit et CRM1 (Boulon et al. 2004), qui est un facteur impliqué dans l’export des 
transcrits du noyau vers le cytoplasme (Fornerod et al. 1997). Une fois dans le cytoplasme, 
la déphosphorylation de PHAX va permettre la dissociation entre PHAX, ARS2, CRM1 et 
le transcrit (Kitao et al. 2008). Après cette dissociation, le snARN va être pris en charge par 
un complexe protéique appelé SMN qui va, en plus de stabiliser l’ARN, faciliter 
l’interaction entre le transcrit et plusieurs autres facteurs (Pellizzoni et al. 2002) (Meister et 
al. 2001) (Massenet et al. 2002) (Narayanan et al. 2002) (Mouaikel et al. 2003). Un des ces 
facteurs est la protéine TGS1, qui va hyperméthyler la coiffe du snARN (Mouaikel et al. 
2003). La coiffe hyperméthylée va être reconnue par la protéine snuportine 1 (Huber et al. 
1998) (Narayanan et al. 2002), qui elle va à son tour interagir avec l’importine-β 
(Narayanan et al. 2002), pour permettre l’import du transcrit au noyau (Palacios et al. 
1997). Une fois au noyau, le snARN va transiter par les corps de Cajal où il y aura finalité 
de leur maturation (Nesic et al. 2004) (Stanĕk & Neugebauer 2004).  
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 1.3.2. Mécanisme de l’épissage 
La reconnaissance de l’intron par le spliceosome s’effectue à l’aide de trois séquences 
courtes et conservées : le site d’épissage en 5’ (5’SS), le site d’épissage en 3’ (3’SS) et le 
site de branchement (BS) (Burge et al. 1999) (voir schéma 7A). Le BS est généralement 
suivi d’une séquence riche en pyrimidines (Poly-Y) (Burge et al. 1999) (voir schéma 7A) 
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 Schéma 7 Composantes de l'épissage 
A) Séquences conservées et reconnues par le spliceosome pour effectuer l’épissage. Les 
lettres à l’intérieur de l’intron représentent la séquence nucléotidique des séquences : 5’SS 
(site d’épissage en 5’), BS (site de branchement), Poly-Y (séquence riche en pyrimidines) 
et 3’SS (site d’épissage en 3’). R = purine (A ou G), Y = pyrimidine (C ou U), N = 
n’importe quelle base (A, G, C ou U). Les traits minces représentent les introns. B) 
Schématisation des deux étapes de transestérifications se déroulant lors de l’épissage. C) 
Représentation de la définition de l’intron et de la définition de l’exon. 
Le mécanisme de l’épissage des introns s’effectue par deux réactions de transestérification 
(Query et al. 1994). Premièrement, le groupe hydroxyle 2’OH de l’adénosine dans le BS 
effectue une attaque nucléophile sur le 5’SS (Query et al. 1994). Par la suite, le groupe 
hydroxyle du 5’SS attaque le 3’SS, liant ainsi les deux exons et relâchant l’intron lariat  
(Query et al. 1994). Pour une schématisation des réactions de transestérifications, voir 
schéma 7B. In vivo, ces réactions de transestérifications sont pris en charge par le 
spliceosome et plusieurs autres facteurs (Brow 2002) (Matlin & Moore 2007). 
L’architecture du transcrit influence la voie de reconnaissance des introns (Sterner et al. 
1996) (Fox-Walsh et al. 2005). En effet, pour identifier les introns ayant une longueur 
variant entre 200 et 250 nucléotides, il y aura un événement qu’on appelle «définition de 
l’intron» (Fox-Walsh et al. 2005). Lors de cet événement, l’assemblage du spliceosome se 
fera à l’intérieur de l’intron (voir schéma 7C). Pour les introns excédants une longueur de 
250 nucléotides, leur reconnaissance se fera par un événement qu’on appelle «définition de 
l’exon» (Fox-Walsh et al. 2005) (Berget 1995). Dans cet événement, la reconnaissance de 
l’intron se fera à l’aide de l’intron subséquent entrecoupé par un exon (Fox-Walsh et al. 
2005) (Berget 1995) (voir schéma 7C). Les interactions protéine-protéine lors de cet 
événement seront aidées par des facteurs comme les protéines sérine-arginine (SR), liant 
des séquences stimulant l’épissage à l’intérieur de l’exon (ESE) (Hoffman & Grabowski 
1992) (voir schéma 7C). Par contre, comment le passage de la «définition de l’exon» à la 
«définition de l’intron» s’effectue n’est pas encore connu. 
Dans un événement de «définition de l’intron» U1 interagit avec le 5’SS et le facteur U2AF 
avec la séquence riche en pyrimidines (Staley & Woolford 2009). Par la suite, U2 vient 
interagir avec le BS et nous avons la formation du complexe A (Staley & Woolford 2009) 
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 (Will & Lührmann 2011). La prochaine étape consiste au recrutement de U4, U5 et U6 
suivie d’un dissociation de U1 et U4, nous avons alors la formation du complexe B (Staley 
& Woolford 2009) (Will & Lührmann 2011). La première étape de transestérification 
s’effectue alors et on passe au complexe C (Staley & Woolford 2009) (Will & Lührmann 
2011). La deuxième étape de transestérification s’ensuit et il y a dissociation du lariat de 
l’intron et des exons épissés (Staley & Woolford 2009) (Will & Lührmann 2011). Pour une 
schématisation des étapes d’épissage, voir le schéma 8. 
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Schéma 8 Étapes et complexes lors de l'épissage 
Représentation séquentielle des étapes, des facteurs et des complexes impliqués lors de 
l’épissage. Les traits minces représentent l’intron. Les rectangles bleus et verts représentent 
des exons. U (1, 2, 3, 4, 5 et 6) représentent les complexes ribonucléoprotéiques du 
splicéosome. U2AF (U2 Auxiliary Factor) représente le cofacteur protéique du complexe 
U2. R = purine (A ou G), Y = pyrimidine (C ou U), N = n’importe quelle base (A, G, C ou 
U). 
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 1.3.3. Épissage alternatif 
L’épissage alternatif est un mécanisme permettant entre autre d’augmenter la diversité du 
protéome d’un organisme. La proportion de gènes utilisant l’épissage alternatif est corrélée 
par la complexité de l’organisme. Par exemple, chez C. elegans, environ 25% des gènes 
sont assujettis à l’épissage alternatif (Ramani et al. 2011), environ 60% chez D. 
melanogaster (Graveley et al. 2011) et environ 95% chez l’humain (Pan et al. 2008). Les 
événements d’épissages alternatifs peuvent tous être regroupés en cinq groupes : un 5’SS 
alternatif, un 3’SS alternatif, une rétention d’intron (IR), une variation dans la cassette 
d’exon et une exclusion mutuelle d’exons (McManus & Graveley 2011) (voir schéma 9). 
Aussi, des combinaisons de ces divers événements peuvent donner naissance à une 
multitude d’isoformes du même transcrit (McManus & Graveley 2011). Plusieurs facteurs 
en cis et en trans peuvent moduler l’épissage alternative (McManus & Graveley 2011). 
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Schéma 9 Événements d'épissages alternatifs 
Représentation de plusieurs événements d’épissages alternatifs. Les rectangles colorés 
représentent des exons, les lignes épaisses représentent des introns et les lignes minces 
représentent l’événement d’épissage. 
 
Dans les éléments en cis pouvant influencer l’épissage alternatif, on retrouve la structure 
secondaire de l’ARN. Plusieurs études ont montré que la structure secondaire affecte 
l’épissage en modulant la reconnaissance du 5’SS, 3’SS ou le BS par les diverses facteurs. 
On retrouve ce type de régulation chez plusieurs gènes dans plusieurs organismes. Par 
exemple, le virus de l’hépatite B (Loeb et al. 2002), le virus de l’immunodéficience 
humaine (Damgaard et al. 2002), le virus du Sarcome de Rous (Cabello-Villegas et al. 
2004), chez l’adénovirus 2 (Munroe 1984), chez diverses levures (Deshler & Rossi 1991) 
(Goguel & Rosbash 1993) (Halfter & Gallwitz 1988), chez la plante N. plumbaginifolia 
(Liu et al. 1995), chez D. melanogaster (Chen & Stephan 2003) et chez divers rongeurs 
(Coleman & Roesser 1998) (Côté & Chabot 1997) (Watakabe et al. 1989). Chez l’humain, 
la régulation de l’épissage alternatif par la structure secondaire de l’ARN fut proposée 
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 comme modèle pour expliquer la diversité des isoformes des transcrits de plusieurs gènes 
comme : l’hormone de croissance (hGH) (Estes et al. 1992), le gène tau (Grover et al. 
1999), le gène Hprt (Tu et al. 2000) et le gène hnRNPA1 (Blanchette & Chabot 1997). En 
plus des structures secondaires, on retrouve chez les transcrits des séquences pouvant être 
liées par des facteurs en trans influençant à leur tour l’épissage. Il existe des séquences  
stimulant l’épissage situées dans les introns (ISE) et les exons (ESE) ou des séquences 
inhibant l’épissage dans les introns (ISS) et les exons (ESS) (Matlin et al. 2005). La 
modulation de l’épissage via ces séquences se fait généralement par le recrutement de 
facteur en trans (Matlin et al. 2005). 
Il existe deux grandes familles de facteurs influençant l’épissage constitutif et alternatif : 
les protéines SR et les hnRNPs. Les protéines SR sont généralement connues pour stimuler 
l’épissage (Wang & Burge 2008) (Long & Caceres 2009) (McManus & Graveley 2011) 
(Busch & Hertel 2012). Les protéines SR stimulent l’épissage par divers mécanismes soit : 
en favorisant l’événement «définition de l’exon» en liant des ESEs, en inhibant la liaison 
d’inhibiteurs d’épissage sur le transcrit et en favorisant l’interaction entre plusieurs facteurs 
impliqués dans l’épissage (Wang & Burge 2008) (Long & Caceres 2009) (McManus & 
Graveley 2011) (Busch & Hertel 2012). Les hnRNPs sont généralement reconnu pour être 
des facteurs inhibant l’épissage (Wang & Burge 2008) (Martinez-Contreras et al. 2007) 
(McManus & Graveley 2011) (Busch & Hertel 2012). Les hnRNPs peuvent inhiber 
l’épissage en : liant des ESEs pour empêcher la liaison de d’autres facteur et inhiber la 
«définition de l’exon», en liant des séquences introniques pour empêcher la «définition de 
l’intron» (Martinez-Contreras et al. 2007) (Busch & Hertel 2012). 
1.4. L’exosome nucléaire 
1.4.1. Composantes de l’exosome nucléaire 
L’exosome et un ensemble protéique permettant à la cellule de dégrader les diverses 
transcrits d’ARNs. L’exosome nucléaire a été découvert chez la levure S. cerevisiae 
(Mitchell et al. 1996).  Chez la levure comme chez l’humain, la sous-unité non-catalytique 
(corps) de l’exosome nucléaire est constituée de neufs sous-unités (Liu et al. 2006). Les 
sous-unités Mtr3, Rrp41, Rrp42, Rrp43, Rrp45et Rrp46 s’associent pour former un anneau 
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 hexamèrique, en forme de baril (Liu et al. 2006). Cette structure est stabilisée par une 
coiffe, se situant sur le baril, constituée de trois protéines, Rrp4, Rrp40 et Csl4 (Liu et al. 
2006). Cette coiffe est impliquée dans la liaison aux molécules d’ARNs et fait cheminer ces 
dernières à l’intérieur du baril (Liu et al. 2006) (Bonneau et al. 2009). Malgré la 
ressemblance avec le corps de l’exosome procaryote, celui chez les eucaryotes ne possède 
pas d’activité nucléolitique (Liu et al. 2006) (Dziembowski et al. 2007) (Schneider et al. 
2007).  
Chez la levure, la sous-unité catalytique de l’exosome est prise en charge par deux 
exonucléases 3’-5’, Rrp44 (ou Dis3) et Rrp6 (Liu et al. 2006) (Mitchell et al. 1997) 
(Dziembowski et al. 2007). Rrp44 possède un domaine PIN en N-terminal, qui a une 
activité endonucléolytique (Schneider et al. 2009). Le domaine PIN permet aussi 
l’association de Rrp44 avec le corps de l’exosome à la face opposé de la coiffe (Schneider 
et al. 2009). Rrp44 s’associe à l’exosome au noyau et au cytoplasme (Liu et al. 2006) 
(Mitchell et al. 1997) (Dziembowski et al. 2007). Contrairement à Rrp44/Dis3, Rrp6 
possède uniquement l’activité exonucléolitique et s’associe au corps de l’exosome 
uniquement dans le noyau (Raijmakers et al. 2004). De plus, l’activité de Rrp6 est 
indépendante de son association au corps de l’exosome (Callahan & Butler 2008). 
Chez l’humain, il existe trois homologues de Rrp44 : DIS3, DIS3L1 et DIS3L2. Seul DIS3 
et DIS3L1 interagissent physiquement avec l’exosome (Staals et al. 2010) (Tomecki et al. 
2010). L’interaction entre DIS3 et l’exosome est exclusivement nucléaire mais absente au 
nucléole, alors que l’interaction entre DIS3L1 et l’exosome s’effectue uniquement dans le 
cytoplasme (Staals et al. 2010) (Tomecki et al. 2010). Les trois homologues ont une activité 
exonucléase 3’-5’ mais seulement DIS3 a une activité endonucléase (Tomecki et al. 2010). 
L’absence d’interaction entre DIS3L2 et l’exosome pourrait être due au manque de 
conservation du domaine PIN (Tomecki et al. 2010). L’homologue de Rrp6 chez l’humain 
se nomme PM (ou Scl100) et possède aussi uniquement une activité exonucléase (Januszyk 
et al. 2011). Contrairement à Rrp6, PM interagit avec l’exosome au noyau, plus 
particulièrement au nucléole et dans le cytoplasme (Tomecki et al. 2010) (van Dijk et al. 
2007). 
1.4.2. Cofacteurs de l’exosome nucléaire  
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 Chez la levure, une multitude de cofacteurs modulent l’activité et la spécificité de 
l’exosome comme par exemple le complexe TRAMP (Schmidt & Butler 2013). Ce 
cofacteur est composé d’une poly-(A) polymérase non canonique Trf4 ou Trf5, de protéine 
à doigts de zinc Air1 ou Air2 et d’une hélicase à ARN Mtr4 (Schmidt & Butler 2013). In 
vitro, le complexe TRAMP peut stimuler l’activité exonucléolitique de Rrp44 et Rrp6 
(Vaňáčová et al. 2005) (Kevin P. Callahan & Butler 2010) (Schneider et al. 2007). 
Certaines expériences in vivo ont montré que la poly-adénylation par le complexe TRAMP 
est un signal perçu par l’exosome pour la dégradation (Houseley & Tollervey 2006) 
(Egecioglu et al. 2006) (Houseley et al. 2007) (Eckmann et al. 2011) (LaCava et al. 2005). 
Par contre, des évidences suggèrent que l’activité de poly-adénylation de Trf4 n’est pas 
nécessaire au recrutement et à la dégradation d’ARNs par l’exosome (LaCava et al. 2005) 
(Wyers et al. 2005) (Houseley et al. 2007) (San Paolo et al. 2009) (Kevin P. Callahan & 
Butler 2010). Il fût noté une présence excédentaire du facteur Mtr4 chez la levure, comparé 
aux autres facteurs du complexe TRAMP, ce qui laisserait croire que Mtr4 aurait des 
fonctions indépendantes au complexe (LaCava et al. 2005). En effet, Mtr4 s’associe à 
l’exosome nucléaire pour la maturation de certains transcrits ARNs ayant des structures 
secondaires telle que l’ARN ribosomal 5.8S (de la Cruz et al. 1998) (Kadaba et al. 2006) 
(van Hoof et al. 2000) (LaCava et al. 2005). Quand Mtr4 s’associe avec le complexe 
TRAMP et l’exosome, ces derniers sont impliqués dans la dégradation d’ARN de transfert 
hypomodifiés et poly-adénylés (ARNtimet) (Wang et al. 2008). De plus, d’autres évidences 
suggèrent que Mtr4 et le facteur Trf4 seraient impliqués dans la terminaison de la 
transcription de certains petits ARN nucléolaires (Grzechnik & Kufel 2008). Le complexe 
TRAMP, sans la présence de Mtr4, peut s’associer à l’exosome et stimuler la dégradation 
de précurseurs d’ARNs ribosomaux 7S in vitro (Kevin P Callahan & Butler 2010). La 
protéine Mpp6, est un autre cofacteur de l’exosome nucléaire et elle lie les régions riches en 
uridines (Milligan et al. 2008). Chez la levure, Mpp6 est impliquée dans la dégradation de 
pre-ARNms non-épissés, de précurseurs d’ARNs ribosomaux et de lncARNs (Milligan et 
al. 2008). La protéine Rrp47 est un autre cofacteur qui s’associe à l’exosome nucléaire 
(Mitchell et al. 2003) (Costello et al. 2011). En interagissant avec la sous-unité catalytique 
de l’exosome Rrp6, Rrp47 permet la maturation de plusieurs types de transcrits ARNs tels 
que les ARNs ribosomaux, les petits ARNs nucléolaire et les snARNs U4 et U5 (Mitchell 
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 et al. 2003). Aussi, Mpp6 et Rrp47 sont nécessaires à la maturation de l’ARN ribosomal 
5.8S (Mitchell et al. 2003) (Milligan et al. 2008). Le complexe Nrd1-Nab3 est impliqué 
dans la terminaison de la transcription de transcrits générés par l’ARN polymérase II et III, 
via son interaction avec l’exosome nucléaire ou le complexe TRAMP (Wlotzka et al. 2011) 
(Thiebaut et al. 2006). Chez l’humain, des homologues des facteurs du complexe TRAMP 
furent identifiés. L’homologue de Mtr4 est hMTR4 (Schilders et al. 2007), les protéines 
ZCCH7 et ZCCH8 sont les homologues des protéines Air (Fasken et al. 2011) (Lubas et al. 
2011), PAPD5 est l’homologue de Trf4 et PAPD7 de Trf5 (Fasken et al. 2011). Comme 
son homologue chez la levure, hMTR4 est impliqué dans la maturation de l’ARN 
ribosomal 5.8S (Schilders et al. 2007). Une récente étude a montré que PAPD5 et ZCCH7 
localise au noyau, que ces derniers précipitaient avec hMTR4 et RRP6 et que leur déplétion 
a comme conséquence l’accumulation de précurseurs d’ARNs ribosomaux (Lubas et al. 
2011). Un complexe similaire au complexe TRAMP chez l’humain fut identifié, il s’agit du 
complexe NEXT (nuclear exosome targeting) (Lubas et al. 2011). En plus de hMTR4, ce 
complexe se compose aussi des protéines ZCCH8 et RBM7 (Lubas et al. 2011). Ce dernier 
complexe serait impliqué dans la dégradation d’un type d’ARN non codant appelé 
«PROMT» (Lubas et al. 2011). Les protéines Rrp47 (C1D chez l’humain) et MPP6 sont 
conservées chez l’humain (Schilders et al. 2005) (Schilders et al. 2007). Comme chez la 
levure, ils sont impliqués dans la maturation de l’ARN ribosomal 5.8S (Schilders et al. 
2005) (Schilders et al. 2007). 
 
1.5. Exemples d’autorégulation de certains gènes 
1.5.1. Autorégulation du gène SF2/ASF 
Comme mentionné plus tôt, les protéines SR sont impliquées dans l’épissage alternatif et 
constitutif (Long & Caceres 2009). SF2/ASF (SRSF1) est une protéine SR impliquée dans 
les deux types d’événement (Cartegni et al. 2002). En plus de son rôle dans l’épissage, 
SRSF1 est impliquée dans l’export des ARNms (Huang et al. 2003), la dégradation de 
certains transcrit par le NMD (Zhang & Krainer 2004) et la régulation de la traduction de 
certains transcrits (Sanford et al. 2004) (Michlewski et al. 2008). Une récente étude a 
35 
 
 montré que SRSF1 module l’expression de son propre transcrit en employant divers 
mécanismes (Sun et al. 2010). 
Il existe six isoformes (I, II, III, IV, V et VI) du transcrit de SRSF1 chez les cellules 
mammifères (Sun et al. 2010). L’isoforme I, la forme la plus abondante, est celle qui code 
pour la protéine et qui contient le plus long 3’UTR (Ge et al. 1991) (Krainer et al. 1991). 
L’isoforme II retient le 3ième intron et est retenue au noyau (Ge et al. 1991) (Tacke et al. 
1992). L’isoforme III aussi est un transcrit contenant un intron est il est retenu au noyau 
(Sun et al. 2010). L’isoforme IV subit de l’épissage alternatif d’un de ces introns situé dans 
la région 3’UTR et est aussi retenu au noyau (Sun et al. 2010). L’épissage alternatif des 
isoformes V et VI introduit un PTC dans les transcrits et sont prit en charge par le NMD 
(Sun et al. 2010). Lors d’une surexpression de SRSF1, il s’en suit un changement 
d’expression au niveau des différents isoformes (Sun et al. 2010). En effet, on note une 
diminution d’environ 30% de l’isoforme I et une augmentation des isoformes III et VI (Sun 
et al. 2010). De plus, l’étude a montré que le 3’UTR du gène était nécessaire et suffisant 
pour l’autorégulation ainsi que la capacité de SRSF1 à lier l’ARN (Sun et al. 2010). Aussi, 
d’autres évidences montrent que SRSF1 inhibe l’initiation de la  traduction de son propre 
transcrit et ce dernier serait potentiellement ciblé par des miARNs (Sun et al. 2010). En 
somme, SRSF1 régule sa propre expression à plusieurs niveaux post-transcriptionnels. Pour 
une schématisation du modèle d’autorégulation de SRSF1, voir le schéma 10. 
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Schéma 10 Modèle d'autorégulation de SRSF1 
SRSF1 régule sa propre expression en modulant plusieurs étapes post-transcriptionnelles. 
Les rectangles bleus représentent l’ADN génomique. RNA pol II (RNA polymerase II). 
RISC (RNA Induced Silencing Complex). Les ronds noirs correspondent à la coiffe en 5’ 
des ARNms. Les traits minces représentent les régions non-traduites des ARNms. Les 
rectangles gris représentent les cadres de lecture présents chez les ARNms. Les répétitions 
de A désignent les queues de poly-adénosines présentes en 3’ des transcrits. 
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 1.5.2. Autorégulation du gène TDP-43 
TDP-43 est une protéine hautement conservée à travers l’évolution faisant partie de la 
famille des hnRNPs et est impliquée dans des événements d’épissage (Buratti & Baralle 
2001) (Buratti et al. 2001) (Bose et al. 2008). Une distribution cellulaire et des 
modifications post-traductionnelles anormales de la protéine sont des marqueurs dans des 
pathologies telle que la sclérose amyotrophique latérale (SAL) et la dégénérescence lobaire 
fronto-temporal (DLFT) (Arai et al. 2006) (Neumann et al. 2006). Deux récentes études ont 
montré que TDP-43 régule sa propre expression et que ce mécanisme d’autorégulation 
implique une modulation au niveau de la transcription, de l’épissage et d’un site de clivage 
et de poly-adénylation alternatif (Ayala et al. 2011) (Eréndira Avendaño-Vázquez et al. 
2012). Le phénomène d’autorégulation de TDP-43 nécessite essentiellement : la capacité à 
lier son propre transcrit via son domaine RRM 1, la présence de la région 3’UTR du 
transcrit, plus précisément la séquence de liaison de TDP-43 au transcrit (TDPBR), et la 
prédisposition à l’épissage de l’intron 7 (Ayala et al. 2011) (Eréndira Avendaño-Vázquez et 
al. 2012). Une augmentation protéique de TDP-43 cause la liaison de cette dernière à son 
transcrit naissant via la région TDPBR, favorisant l’utilisation du deuxième site de clivage 
et de poly-adénylation (pA2) via l’épissage de l’intron 7 (situé dans le 3’UTR) au lieu du 
premier site de clivage et de poly-adénylation (pA1) (Ayala et al. 2011) (Eréndira 
Avendaño-Vázquez et al. 2012). Le transcrit utilisant le pA2 est retenu au noyau (Eréndira 
Avendaño-Vázquez et al. 2012). Aussi, la liaison de TDP-43 à son transcrit induit un 
ralentissement de l’ARN polymérase II, ce qui pourrait augmenter l’efficacité de 
reconnaissance et l’épissage de l’intron 7, du pA2 (Eréndira Avendaño-Vázquez et al. 
2012). De plus, TDP-43 en liant son transcrit, inhibe la reconnaissance du pA1 par le 
facteur Cstf-64, qui est impliqué dans le clivage et la poly-adénylation des transcrits 
(Takagaki & Manley 1997) (Eréndira Avendaño-Vázquez et al. 2012). La liaison de TDP-
43 induit aussi une augmentation de l’instabilité de son transcrit (Ayala et al. 2011). De 
plus, la dégradation du transcrit de TDP-43 est prise en charge parl’exosome et cette 
dernière augmente quand il y a surexpression de la protéine TDP-43 (Ayala et al. 2011). 
Pour une schématisation du modèle d’autorégulation de TDP-43, voir le schéma 11. 
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Schéma 11 Modèle d'autorégulation de TDP-43 
TDP-43 régule sa propre expression en modulant la sélection des sites de clivages et de 
poly-adénylations. pA1, pA2, pA3 et pA4 désignent les séquences de clivage et de poly-
adénylation présents chez le transcrit de TDP-43. TDPBR (TDP Binding Region). RNA pol 
II (RNA polymerase II). Cstf-64 (Clivage stimulation factor subunit 64). 
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 1.5.3. Autorégulation du gène HUR 
La protéine HuR est une protéine liant les ARNms via des régions riches en adénosines ou 
uridines et elle est impliquée dans la modulation de leur stabilité et leur traduction 
(Mitchell & Tollervey 2000) (Hinman & Lou 2008) (Chang et al. 2010) (Hyeon et al. 2009) 
(Durie et al. 2011) (Mazan-Mamczarz et al. 2003). À l’équilibre, HuR se localise 
principalement au noyau et certaines études ont montré qu’elle était impliquée dans la 
régulation de plusieurs événements d’épissages alternatifs et de clivages et poly-
adénylations alternatifs (Hyeon & Gorospe 2008) (Hinman & Lou 2008) (Lebedeva et al. 
2011) (Wang et al. 2010) (Zhu et al. 2007) (Zhu et al. 2006). Plusieurs signaux de clivages 
et de poly-adénylations (PAS1, PAS2, PAS3, PAS4a, PAS4b, PAS4c, PAS4d et PAS4e) 
furent identifiés chez le transcrit de HuR avec une région contenant une séquence riche en 
adénosines et uridines (ARE) située entre le site PAS3 et PAS4a (Al-Ahmadi et al. 2009). 
L’élément ARE en 3’UTR est lié par la protéine tristeraproline (TTP) et cette dernière 
induit une déstabilisation du transcrit (Al-Ahmadi et al. 2009) (Lai & Blackshear 2001) 
(Lai et al. 2000).  
Une récente étude a montré que HuR lie une séquence riche en guanines et uridines (GRE) 
qui chevauche le site PAS2 (Dai et al. 2012). Cette liaison empêche la reconnaissance de 
PAS2 par le facteur Cstf-64 et par conséquent favorise l’utilisation des sites PAS4 (Dai et 
al. 2012). Cet événement de clivage et de poly-adénylation alternatif génère des transcrits 
ayant l’élément ARE qui est ciblé par TTP suivi d’une dégradation du transcrit (Dai et al. 
2012). Pour une schématisation du modèle d’autorégulation de HuR, voir le shéma 12.  
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Schéma 12 Modèle d'autorégulation de HuR 
HuR régule sa propre expression en modulant le site de clivage et de poly-adénylation, 
affectant la dégradation de son transcrit via la liaison de la protéine TTP. Les ronds noirs 
correspondent à la coiffe en 5’ des ARNms. Les traits minces représentent les régions non-
traduites des ARNms. Les répétitions de A désignent les queues de poly-adénosines 
présentes en 3’ des transcrits. Cstf-64 (Clivage stimulation factor subunit 64). 
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 2. Problématique 
Les ARNms jouent un rôle central dans l’expression des gènes car ils sont le lien entre le 
génome et la traduction protéique. Comme mentionné précédemment, PABPN1 module 
l’expression des transcrits messagers via son implication à plusieurs niveaux et une 
mauvaise expression du gène influence grandement la physiologie cellulaire. Une fois 
muté, PABPN1 cause l’OPMD est les évidences semblent suggérer, comme cause, une 
diminution de la biodisponibilité de la protéine. De plus, une surexpression de la protéine 
normale causes des phénotypes cellulaires et physiologiques semblables à la pathologie. 
Toutes ces évidences suggèrent qu’une régulation du niveau protéique de PABPN1 est 
nécessaire au bon fonctionnement cellulaire. C’est dans cette optique, que nous nous 
sommes intéressés aux mécanismes potentiels régulant l’expression du gène PABPN1.
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Résumé : Des mutations dans le gène PABPN1 entrainent la dystrophie musculaire 
oculopharyngée, une maladie dont les symptômes se manifestent en milieu de vie. 
Malgré de multiples études visant à caractériser les fonctions de PABPN1, peu de 
données sont connues au sujet de sa régulation. Dans cette étude, nous montrons que 
PABPN1 s’autorégule et que cette régulation passe par un mécanisme de compétition 
entre l’épissage et la dégradation du pre-ARNm. Cette autorégulation est dépendante 
de la présence de l’intron terminal de PABPN1 qui est de par sa nature non-optimal à 
l’épissage. De plus, des évidences suggèrent que hnRNP H et hnRNP A2/B1 
contribuent à inhiber l’épissage de se dernier alors qu’une surexpression de SRSF10 
promeut l’épissage de l’intron terminal. Nous avons aussi montré que PABPN1 cible 
son transcrit via une région riche en adénosine dans la partie 3’UTR de son transcrit. 
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 ABSTRACT 
The poly(A)-Binding Protein Nuclear 1 is encoded by the PABPN1 gene whose 
mutations result in oculopharyngeal muscular dystrophy, a late onset disorder for 
which the molecular basis remains unknown. Despite recent studies investigating the 
functional roles of PABPN1, little is known about its regulation. Here we show that 
PABPN1 negatively controls its own expression to maintain homeostatic levels in 
human cells. Transcription from the PABPN1 gene results in the accumulation of two 
major isoforms: an unspliced nuclear transcript that retains the 3’-terminal intron and a 
fully spliced cytoplasmic mRNA. Increased dosage of PABPN1 protein causes a 
significant decrease in the spliced:unspliced ratio, reducing the levels of endogenous 
PABPN1 protein. We also show that PABPN1 autoregulation requires inefficient 
splicing of its 3’-terminal intron, which is repressed by hnRNP H and hnRNP A2/B1. 
Our data suggest that autoregulation occurs via the binding of PABPN1 to an 
adenosine (A)-rich region in its 3’ UTR, which promotes retention of the 3’-terminal 
intron and clearance of intron-retained pre-mRNAs by the nuclear exosome. Our 
findings unveil a mechanism of regulated intron retention coupled to nuclear pre-
mRNA decay that functions in the homeostatic control of PABPN1 expression.  
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INTRODUCTION 
A fundamental step in the expression of most protein-coding genes is the 
addition of a polyadenosine [poly(A)] tail at the 3’ end of mRNAs, which normally 
promotes gene expression by stimulating nuclear export and translation. A key protein 
involved in the metabolism of polyadenylated RNAs is the poly(A)-binding protein 
nuclear 1 (PABPN1). PABPN1 is an evolutionarily conserved protein that is best 
characterized for its role in mRNA polyadenylation, where it can stimulate poly(A) 
synthesis in vitro by increasing the processivity of the poly(A) polymerase (1-3). The 
requirement for PABPN1 during mRNA polyadenylation does not appear to be 
universal, however. Accordingly, whereas depletion of PABPN1 in primary mouse 
myoblasts causes poly(A) tail shortening (4), depletion of PABPN1 in human cell lines 
does not inhibit global gene expression and does not lead to a noticeable impairment 
in mRNA polyadenylation (5). PABPN1 was also shown to function in gene regulation 
by influencing the length of 3’ untranslated regions of specific genes via the control of 
polyadenylation signal recognition (6, 7). Furthermore, PABPN1 was found to function 
in a pathway of RNA decay that targets long noncoding RNAs (lncRNAs) for rapid 
nuclear turnover and that involves the exosome complex of 3’-5’ exonucleases (5, 8). 
PABPN1 is therefore involved in several important layers of post-transcriptional gene 
regulation.  
 Although PABPN1 expression is ubiquitous, its protein levels vary greatly 
among cell types and tissues (9), suggesting that tight control of PABPN1 expression 
is important for normal cell and organismal physiology. Notably, mutations in the 
PABPN1 gene result in oculopharyngeal muscular dystrophy (OPMD), a late-onset 
disorder that is primarily associated with eyelids drooping, swallowing difficulties, and 
proximal limb weakness (10). OPMD mutations have been reported in more than 35 
countries (11), and result in a PABPN1 protein with a slightly extended polyalanine 
tract, a consequence of short trinucleotide expansions in the PABPN1 coding 
sequence (12). Although the mechanism by which short GCG insertions in the 
PABPN1 gene cause OPMD remains unknown, altered PABPN1 mRNA levels were 
found in muscle biopsies of OPMD patients relative to age-matched controls (13, 14). 
In addition, reduced expression of PABPN1 mRNA correlates with a poor prognosis in 
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 non-small cell lung cancer (15). As yet, however, little is known about mechanisms that 
control PABPN1 expression or why it is misregulated in OPMD and cancer.  
Besides transcription, cells use multiple layers of post-transcriptional regulation to 
control gene expression. Alternative splicing is one important mechanism of post-
transcriptional gene regulation in which a primary transcript is differentially processed 
to produce distinct mRNA and protein isoforms. Alternative splicing is controlled by cis-
acting elements on pre-mRNAs that are targeted by sequence-specific RNA-binding 
proteins, which promote or repress productive splicing by the spliceosome (16). Of the 
different types of alternative splicing in vertebrates, intron retention is thought to be a 
rare event and has thus remained poorly understood (17). Intron retention is a form of 
alternative splicing in which one or more introns remain unspliced in a polyadenylated 
transcript (18). Retained introns often contain premature stop codons, which leads to 
their cytoplasmic degradation by the nonsense-mediated RNA decay machinery (19-
21). Alternatively, translation of an intron-retained transcript can produce a truncated 
protein, for example Rem1, important for meiotic differentiation in fission yeast (22). 
Intron retention can also function in gene regulation via nuclear decay of unspliced 
pre-mRNAs in budding and fission yeasts (23-25). Recently, intron retention was found 
to control the expression of functionally-related genes important during the 
differentiation program of granulocytes (26) and neuronal cells (27), suggesting that 
intron retention may be an underappreciated mechanism of post-transcriptional gene 
regulation in mammals. Accordingly, a recent transcriptome-wide analysis of intron 
retention across diverse human and mouse cell types indicates that intron retention is 
far more prevalent than previously appreciated (28). However, compared to the 
extensive set of mechanisms known to control alternative exon splicing (16, 29), few 
mechanisms of regulated intron retention have been described. 
 In this study, we report a mechanism of regulated intron retention coupled to 
nuclear pre-mRNA decay that functions in the control of PABPN1 homeostasis in 
human cells. We found that excess levels of PABPN1 protein caused a significant 
decrease in the spliced:unspliced PABPN1 RNA ratio, thereby reducing endogenous 
levels of PABPN1 protein. This control required inefficient splicing of the PABPN1 3’-
terminal intron via a weak 5’ splice site as well as competition between hnRNP H and 
hnRNP A2/B1, acting as repressors, and SRSF10, acting as a splicing activator. Our 
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 data suggest that PABPN1 represses splicing of its 3’-terminal intron by binding to an 
adenosine-rich region in the 3’UTR of the PABPN1 transcript, thereby promoting pre-
mRNA decay by the nuclear exosome. Our findings have thus identified a mode of 
post-transcriptional gene regulation in which the control of RNA splicing influences the 
balance between processing and decay of pre-mRNAs in the nucleus. 
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 MATERIALS AND METHODS 
 
Cell culture 
HEK293T cells were grown in Dulbecco's modified Eagle's medium (DMEM) 
supplemented with 10% of tetracycline-free fetal bovine serum (FBS). Inducible 
expression of GFP-PABPN1 and GFP-PRMT3 was achieved by Flippase-mediated 
recombination in HEK293FT cells (30). Briefly, PABPN1 and PRMT3 cDNAs were 
PCR-amplified using forward and reverse primers that included attB sequences. PCR 
products were introduced in pDONR221 using BP Clonase II-mediated recombination 
(Life Technologies). cDNAs were then transferred into pgLAP1 or pgLAP2 plasmids 
(30) using LR Clonase II (Life Technologies). pgLAP1- and pgLAP2-derived constructs 
were co-transfected in HEK293FT cells with pOG44, which expresses the Flp 
recombinase. Positively-integrated cells were selected with 150 μg/ml of hygromycin 
and 15 μg/ml of Blasticidin.  Positive clones were maintained in DMEM supplemented 
with 10% of tetracycline-free FBS, 75 µg/ml of hygromycin and 15 µg/ml of Blasticidin. 
Induction of GFP-PABPN1 and GFP-PRMT3 expression was achieved with 500 ng/ml 
of doxycycline for 48-72 hrs. siRNAs were transfected with lipofectamine 2000 (Life 
Technologies) at a final concentration of 25 nM for 72 hours. Sequences of siRNAs 
can be found in the Supplemental Information. 
 
Expression constructs 
Owing to the large number of constructs, the relevant information is provided in the 
Supplemental Information.  
 
Protein analyses and antibodies 
Cells were washed two times with PBS and then collected in 1.5 ml tubes. 90% of the 
cells was kept for RNA extraction and 10% was used for protein extraction. Cell pellet 
was resuspended in  lysis buffer (50 mM Tris-HCl pH 7.5, 150mM NaCl, 0.1% Triton-x-
100, 10% glycerol, 2 mM MgCl2, 1mM DTT and 1X complete protease inhibitor 
cocktail (Roche)) and incubated at 4°C for 15 minutes. The mixture was centrifuged 15 
minutes at 13,000 rpm. The supernatant was transferred into a new tube, loading dye 
was added to a final 1X concentration (62.5 mM Tris-HCl pH 6.8, 10% glycerol, 2% 
SDS (V/V), 0,1M DTT, and bromophenol blue), and the mix was heated for 5 minutes 
49 
 
 at 95°C. Proteins were separated by SDS–PAGE, transferred to nitrocellulose 
membranes, and analyzed by immunoblotting using a the following primary antibodies: 
a rabbit monoclonal antibody specific to PABPN1 (Epitomics), mouse monoclonal 
antibodies specific to tubulin and actin (Sigma-Aldrich, T5168 and A5441, 
respectively), a rabbit polyclonal antibody to PRMT3 (Bethyl Laboratories, A302-
526A), and a mouse monoclonal anti-GFP (Roche,11814460001). Membranes were 
then probed with donkey anti-rabbit conjugated to IRDye 800CW (LICOR, 926-32213) 
and a goat anti-mouse conjugated to AlexaFluor 680 (Life technologies, A-21057). 
Detection of the proteins was performed using an Odyssey infrared imaging system 
(LI-COR). All of the quantitative protein analyses presented in this study were 
generated from at least three independent transfection/induction experiments, in which 
the data and error bars represent average and standard deviation, respectively. 
 
RNA preparation and analyses 
Total RNA was prepared using TRIzol (Life Technologies) and analyzed by northern 
blotting, as previously described (5). To analyze nuclear and cytosolic RNAs, cells 
were fractionated according to (31). For quantitative RT-PCR analyses, cDNA was 
synthesized with random primers (Omniscript, Qiagen) and analyzed by real-time PCR 
using position-specific primers, as previously described (5). All of the quantitative RT-
PCR results presented in this study were generated from at least three independent 
transfection/induction experiments, in which the data and error bars represent average 
and standard deviation, respectively. 
 
RNA co-immunoprecipitation (RIP) assays. 
A 10-cm dish of HEK293T cells were transfected using lipofectamine for 54 hours with 
DNA constructs that expressed GFP-SRSF10 and GFP. Cells were washed three 
times with PBS and incubated 20 minutes in RIP lysis buffer (50 mM Tris-HCl pH 7.5, 
150 mM NaCl, 1% Triton-x-100, 2 mM MgCl2, 1 mM DTT, 10% glycerol, RNase OUT 
(Life Technologies) 40 U/ml and complete protease inhibitor cocktail) with rocking at 
4°C. Lysate was centrifuged at 13,000 rpm for 20 minutes at 4°C. 10% of the 
supernatant was kept for RNA extraction (Input fraction). The rest of the lysate was 
then incubated with 25 µl of GFP-TRAP beads (ChromoTek) for 4 hours at 4°C. The 
beads were subsequently washed 4 times with RIP lysis buffer. RNA was extracted 
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 using TRIzol Reagent (Life Technologies) and subsequently analyzed by quantitative 
RT-PCR. 
 
Electrophoretic mobility shift assay (EMSA) 
EMSA were performed as described previously (7) with few modifications. Briefly, 67-
nt-long RNA oligos (sequences in Supplementary information) corresponding to the A-
rich region of the PABPN1 3’ UTR were generated by in vitro transcription using the 
mirVana miRNA Probe Construction kit (Ambion, AM1550). 1.5 to 45 pmol of 
recombinant GST or GST-PABPN1 were added to binding reactions including RNA 
probes (15,000 cpm) in the binding buffer (50 mM Tris-HCl [pH 8.0], 10% glycerol, 0.2 
mg/ml BSA, 0.01% Nonidet P-40, 0.5 mM DTT, 100 mM KCl, 2 mM EDTA, 2 U/µl 
RNAse OUT) for 15 minutes at room temperature in a final 15 μl volume. For 
competition assays, labeled RNA probes were incubated in the presence of 5- and 10-
fold molar excess of cold RNA oligos. The binding reaction mixtures were analyzed on 
native PAGE-glycerol gels, dried, and visualized using a Typhoon Trio instrument (GE 
Healthcare). 
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 RESULTS 
Excess PABPN1 protein results in reduced PABPN1 expression via a 
mechanism that involves intron retention 
We used a previously described recombination system (30) to generate a human 
kidney cell line (HEK293) that expresses a single copy of the PABPN1 cDNA under 
the control of a tetracycline-inducible promoter. The product of the PABPN1 transgene 
was expressed as a C-terminal fusion to the green fluorescent protein (GFP-PABPN1 
Tg) or a FLAG tag (FLAG-PABPN1 Tg). Unexpectedly, the addition of doxycycline to 
induce GFP-PABPN1 expression resulted in a marked decrease in the levels of 
endogenous PABPN1 protein (Fig. 1A, compare lanes 1-2; quantification in Fig. 1B). 
As a control, the induction of a similarly prepared GFP-PRMT3 transgene did not affect 
PABPN1 expression (Fig. 1A, compare lanes 3-4; quantification in Fig. 1B) and did not 
result in reduced levels of endogenous PRMT3 (Fig. 1A, lanes 3-4). The use of an 
independent cell line that expressed a FLAG-PABPN1 transgene also resulted in a 
significant reduction of endogenous PABPN1 after induction of FLAG-PABPN1 
expression (Supplemental Fig. S1). These data support the existence of an 
autoregulatory feedback loop in which excess PABPN1 protein negatively controls 
expression from the PABPN1 gene.  
To begin to address how increased dosage of PABPN1 protein altered 
PABPN1 expression, we first examined the levels of endogenous PABPN1 transcripts 
by northern blot. Northern analysis of PABPN1 revealed the presence of two major 
transcript variants (Fig. 1C, lane 1). Interestingly, siRNA-mediated silencing of 
PABPN1 expression showed a substantially greater reduction of the short isoform 
relative to the long isoform (Fig. 1C, compare lanes 1-2), suggesting that the long 
PABPN1 RNA isoform was more resistant to siRNA-mediated silencing. PABPN1 
transcript isoforms have been previously reported in mouse cells and attributed to the 
differential use of polyadenylation signals downstream of the stop codon (9). We 
therefore assessed whether the short and long PABPN1 isoforms detected by northern 
analysis of total human RNA could be the result of alternative polyadenylation. 
However, 3’ RACE analyses coupled to DNA sequencing identified a single region of 
poly(A) site selection located 886-891 nucleotides downstream of the stop codon. 
Moreover, deep sequencing analysis of poly(A) site mapping by 3’ READS (32) 
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 indicated the use of one main region of polyadenylation site selection ~900-nt 
downstream of the stop codon in PABPN1 transcripts (Supplemental Fig. S2). We thus 
concluded that the two major isoforms of PABPN1 expressed in HEK293T cells are not 
transcripts with different 3’ UTRs. 
To explore the nature of the transcript isoforms produced from the PABPN1 
gene, we analyzed data from an RNA-seq experiment that we previously conducted 
using HeLa cells (5). Analysis of read coverage along the PABPN1 gene revealed 
considerably greater signal from the last intron (intron 6) relative to the other PABPN1 
introns (Fig. 1D), suggesting that a fraction of PABPN1 transcripts retain intron 6. 
Importantly, the use of an RNA probe specific to intron 6 confirmed that the long 
PABPN1 isoform corresponds to an unspliced pre-mRNA that failed to splice intron 6 
(Fig. 1C, lanes 3-4). Quantification of northern data indicated that unspliced PABPN1 
transcripts represent almost 20% of the total PABPN1 RNA in HEK293T cells. Using 
biochemical fractionation to separate nuclear and cytoplasmic RNA populations, we 
found that the unspliced PABPN1 transcript was primarily detected in the nuclear 
fraction, whereas the spliced mRNA was mainly cytosolic (Supplemental Fig. S3).  
Given that a fraction of PABPN1 transcripts retain the 3’-terminal intron, we 
next examined whether the induction of GFP-PABPN1 altered the levels of spliced and 
unspliced PABPN1 isoforms. To detect endogenous PABPN1 transcripts by RT-qPCR, 
and not the mRNA expressed from the GFP-PABPN1 cDNA, we used a reverse primer 
complementary to a region located in the 3’ UTR of PABPN1 (Fig. 1E). This reverse 
primer was combined with a forward primer located in intron 6 to detect the unspliced 
pre-mRNA or with a forward primer across the exon 6-exon 7 junction to detect the 
spliced PABPN1 mRNA (Fig. 1E). The induction of GFP-PABPN1 by doxycycline 
caused a significant decrease in the levels of the spliced PABPN1 mRNA (Fig. 1F), 
which resulted in a 3-fold increase in the percentage of unspliced PABPN1 pre-mRNA 
relative to total PABPN1 RNA (Fig. 1G). As a control, the induction of GFP-PRMT3 did 
not affect the PABPN1 spliced:unspliced ratio (Fig. 1F-1G). These results demonstrate 
that excess PABPN1 reduces the levels of spliced PABPN1 mRNA and endogenous 
PABPN1 protein.  
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 Intron 6 of the PABPN1 gene is required for autoregulation 
The aforementioned results suggested that PABPN1 controls its own expression 
by interfering with the splicing of its 3’-terminal intron, resulting in the reduced 
production of spliced mRNA, and hence PABPN1 protein. To test this model and get 
insights into the mechanism of PABPN1 autoregulation, we generated a PABPN1 
minigene construct that contained a section of exon 6, intron 6, and exon 7 fused to 
the 3’ end of the GFP coding sequence (Fig. 2A). Transfection of this minigene 
construct into the inducible GFP-PABPN1 and GFP-PRMT3 transgenic cell lines 
resulted in the expression of a protein product in which the last 60 amino acids of 
PABPN1 were fused to the C-terminus of the GFP reporter (GFP-6/7; Fig. 2B, lanes 3 
and 7). The induction of GFP-PABPN1 caused a noticeable decrease in the levels of 
the GFP-6/7 fusion (Fig. 2B, compare lanes 3-4; quantification in Fig. 2C); yet, no 
change in GFP-6/7 level was noted after induction of GFP-PRMT3 (Fig. 2B, lanes 7-8; 
quantification Fig. 2C). As an additional control, expression of the wild-type GFP 
protein was not altered after GFP-PABPN1 induction (Fig. 2B, lanes 1-2). We next 
analyzed the transcript expressed from the minigene construct. To specifically detect 
the mRNA expressed from the GFP reporter constructs, we designed an antisense 
RNA probe that is complementary to a section containing plasmid and PABPN1 
sequences. Accordingly, this RNA probe did not detect endogenous PABPN1 mRNA 
and mRNA expressed from the integrated GFP-PABPN1 transgene (Fig. 2D, lanes 1-
2). As seen for endogenous PABPN1, northern analysis detected two major transcript 
isoforms that were expressed from the GFP-6/7 minigene (Fig. 2D, lanes 5 and 7):  a 
short isoform in which intron 6 was spliced out, and a long transcript isoform that 
retained intron 6 (Supplemental Fig. S4). Importantly, and consistent with our results 
on endogenous PABPN1, the induction of GFP-PABPN1 by doxycycline resulted in the 
accumulation of unspliced transcript that retained intron 6 together with reduced levels 
of spliced mRNA expressed from the GFP-6/7 minigene (Fig. 2D, compare lanes 5-6). 
In contrast, induction of GFP-PRMT3 did not affect the ratio between spliced and 
unspliced transcripts expressed from the GFP-6/7 minigene (Fig. 2D, lanes 7-8). 
These results indicate that the GFP-6/7 minigene responds to PABPN1-dependent 
regulation in a manner similar to endogenous PABPN1, indicating that the cis-acting 
control elements required for the autoregulatory mechanism are present in the 
minigene. 
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 We next addressed whether synthesis of a pre-mRNA containing intron 6 was 
required for PABPN1-dependent control of GFP-6/7 expression by generating an 
intronless version of the minigene. Transfection of the intronless and intron-containing 
constructs into the GFP-PABPN1 transgenic cell line resulted in similar levels of GFP-
6/7 protein (Fig. 2E, compare lanes 3 and 5). However, whereas the induction of GFP-
PABPN1 resulted in decreased levels of GFP-6/7 protein expressed from the intron-
containing minigene (Fig. 2E, lanes 3-4), no change in GFP-6/7 levels was observed 
after GFP-PABPN1 induction in cells expressing the intronless version of the minigene 
(Fig. 2E, lanes 5-6; see quantifications in Fig. 2F). In agreement with this protein 
analysis, northern data indicated that GFP-PABPN1 induction did not affect the levels 
of GFP-6/7 mRNA expressed from the intronless construct (Fig. 2G, lanes 3-4; 
quantifications in Fig. 2H). These results indicate that PABPN1 autoregulation occurs 
at the level of unspliced pre-mRNAs that retain intron 6.  
 
Poor splicing efficiency is required for PABPN1-dependent regulation 
The observation that roughly a fifth of PABPN1 cellular transcripts represent unspliced 
pre-mRNAs suggested that the PABPN1 3’-terminal intron is inefficiently spliced. 5’ 
splice site (5’ ss) selection by the U1 snRNP is a critical step that determines the 
efficiency of intron splicing. Consensus 5’ ss nucleotides that favor base pairing with 
the U1 snRNA tend to show higher splicing efficiency (33). Analysis of sequences at 
the exon-intron junction of intron 6 in the PABPN1 transcript revealed a relatively weak 
5’ ss due to the presence of a cytidine (C) at position +3 (Fig. 3A), which is either an 
adenine (A) or a guanine (G) in >90% of human 5’ ss (33). Moreover, a G is at position 
+6 of the intron (Fig. 3A), whereas a uracil (U) is present in ~50% of human 5’ ss (33). 
To test whether splicing efficiency influences PABPN1 autoregulation, we created a 5’ 
ss mutant (5’ MUT) that introduced a C-to-G mutation at position +3 and a G-to-U 
mutation at position +6, which are expected to favor base-pairing with the U1 snRNA, 
and therefore, increase splicing efficiency. Consistent with this prediction, expression 
from the minigene construct with the 5’ ss mutations robustly increased splicing, as 
demonstrated by the increased level of spliced mRNA and decreased level of 
unspliced pre-mRNA relative to the wild-type intron (Fig. 3B, compare lane 3 to lane 
1). Importantly, the 5’ MUT showed reduced sensitivity to PABPN1-dependent 
regulation in comparison to the minigene with the wild-type intron (Fig. 3B, compare 
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 lanes 1-2 to lanes 3-4; Fig. 3C). Western blot analysis also revealed reduced 
PABPN1-dependent regulation for the 5’ ss mutations, as seen by the reduced 
downregulation of GFP-6/7 protein in the 5’ MUT compared to the wild-type construct 
(Fig. 3D-3E). These results show that increasing the efficiency of intron 6 splicing 
reduces the capacity of PABPN1 to negatively control GFP-6/7 expression.  
 To further support the idea that PABPN1 autoregulation depends on intron 6 
and splicing efficiency, we replaced the inefficiently spliced 3’-terminal intron of 
PABPN1 by the efficiently spliced 3’-terminal introns of the RPS2 and HNRNPK genes 
(Fig. 3F). As expected for efficiently spliced introns, unspliced GFP-6/7 pre-mRNA was 
not detected when the minigene construct contained the RPS2 and HNRNPK introns 
(Fig. 3G, lanes 3 and 5). Importantly, minigenes with RPS2 and HNRNPK introns were 
resistant to PABPN1-dependent regulation, as analyzed at the RNA (Fig. 3G, lanes 3-
6) and protein (Fig. 3H, lanes 3-6) levels. Moreover, we could engineer the PABPN1-
insensitive RPS2 intron to become sensitive to GFP-PABPN1 induction by introducing 
mutations in the 5’ ss of the RPS2 intron that disfavor base-pairing to the U1 snRNA 
(Supplemental Fig. S5). From these data, we conclude that poor splicing efficiency of 
the PABPN1 3’-terminal intron is important for autoregulation. 
Splicing of the PABPN1 3’-terminal intron is controlled by hnRNP H, hnRNP 
A2/B1, and SRSF10 
The data above suggest that PABPN1 self-regulation occurs at the level of unspliced 
pre-mRNAs that retain the 3’-terminal intron. Because introns with weak splice sites 
are frequently substrates for regulation by trans-acting factors, we searched for 
proteins contributing to the control of PABPN1 intron 6 splicing. Heterogeneous 
nuclear ribonucleoproteins (hnRNPs) are an important class of RNA-binding proteins 
that function in the regulation of alternative splicing, frequently in the control of 
alternative splicing of cassette exons (34). Recently, transcriptome-wide binding of 
several hnRNPs was determined by CLIP-seq analysis (35). hnRNP H and hnRNP 
A2/B1 were found to bind intron 6 of PABPN1. To examine the functional significance 
of this binding to the splicing of the PABPN1 3’-terminal intron, we used siRNAs that 
were previously shown to efficiently deplete hnRNP H and hnRNP A2/B1 (36) and 
measured the levels of spliced and unspliced PABPN1 transcripts by quantitative RT-
PCR. As can be seen in Fig. 4A, the individual depletion of hnRNP H and hnRNP 
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 A2/B1 resulted in a slight decrease in the levels of unspliced pre-mRNA relative to 
spliced mRNA when compared to cells treated with control siRNAs. In contrast, the 
single depletion of hnRNP C did not perturb the unspliced:spliced PABPN1 RNA ratio. 
Interestingly, co-depletion of hnRNP H and hnRNP A2/B1 showed an additive effect in 
the ratio of unspliced:spliced transcripts relative to either single depletion (Fig. 4A), 
consistent with the observation that hnRNP H and hnRNP A2/B1 bind different regions 
of PABPN1 intron 6 (35). These results suggest that hnRNP H and hnRNP A2/B1 
contribute to the inefficient splicing of PABPN1 by promoting retention of intron 6 
during PABPN1 transcription. 
We also examined the nucleotide sequence of the two exons flanking intron 6 
of PABPN1 and noticed a distinct GA-rich region located at the beginning of the 
downstream exon (Supplemental Fig. S6). GA-rich sequences are a hallmark of 
serine-arginine rich splicing factor 10 (SRSF10) binding, as determined by SELEX (37) 
and RNAcompete (38), and have been shown to be overrepresented in the vicinity of 
SRSF10-activated exons (39). To test whether SRSF10 regulates PABPN1 splicing, 
we overexpressed a GFP-tagged version of SRSF10 in HEK293T cells (Fig. 4B) and 
analyzed the levels of spliced and unspliced PABPN1 transcripts. Overexpression of 
GFP-SRSF10 significantly promoted PABPN1 splicing, as demonstrated by the 
reduced unspliced:spliced ratio (Fig. 4C). In contrast, overexpression of GFP-hnRNP 
C did not affect the ratio between spliced and unspliced transcript  (Fig. 4C).  
We next addressed whether SRSF10 directly regulates the splicing of PABPN1. RNA 
co-immunoprecipitation (RIP) experiments were performed to examine whether 
unspliced PABPN1 transcripts copurify with SRSF10. We purified GFP-SRSF10 and 
measured the association of unspliced PABPN1 transcripts by RT-PCR relative to a 
control GFP purification. We found a ~30-fold enrichment of unspliced PABPN1 
transcripts in the GFP-SRSF10-bound fraction relative to the control GFP purification 
(Fig. 4D-4E), a result consistent with the idea that stimulation of PABPN1 splicing by 
SRSF10 (Fig. 4C) is a consequence of binding to the unspliced PABPN1 pre-mRNA. 
Together, these data suggest that hnRNP H and hnRNP A2/B1 compete with SRFS10 
in the regulation of PABPN1 intron retention. 
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 3’ end polyadenylation is not required for PABPN1 autoregulation 
Autoregulation by PABPN1 at the level of the unspliced pre-mRNA predicts a 
mechanism that involves binding to the 3’ end poly(A) tail. To test whether 
polyadenylation is required for PABPN1 self-regulation, we generated a minigene 
construct in which a variant of the hepatitis Delta ribozyme was inserted instead of the 
PABPN1 polyadenylation signal (Fig. 5A). We chose the hepatitis Delta ribozyme 
because it was shown previously to cleave efficiently in human cells (40). A hairpin 
loop derived from the 3’ end of human histone mRNA was also inserted 5’ of the 
ribozyme cleavage site to stabilize the upstream transcript (40). Wild-type and 
ribozyme constructs were transfected into HEK293T cells and expression of the GFP-
6/7-derived transcripts was analyzed by northern blotting. As can be seen in Fig. 5B, 
the majority of the transcripts produced from the ribozyme construct were unspliced 
pre-mRNAs that retained intron 6 (lane 3). This observation is consistent with results 
showing that poly(A) site recognition by the 3’ end processing machinery facilitates the 
splicing of 3’-terminal introns (41, 42). Although not readily detectable by northern 
analysis, RT-PCR using a primer that spans the exon-exon junction indicated that 
spliced transcripts were also produced from the ribozyme construct (Supplemental Fig. 
S7). Next, we verified that the GFP-6/7 ribozyme construct expressed non-
polyadenylated transcripts by selection of poly(A)+ RNAs using oligo d(T)-based 
purification. Northern analysis of oligo d(T)-selected RNA expressed from the wild-type 
GFP-6/7 construct detected both spliced and unspliced transcripts (Fig. 5B, lane 2). In 
contrast, RNAs produced from the ribozyme construct were not detected in the oligo 
d(T)-bound fraction (Fig. 5B, lane 4). As a control, equal levels of polyadenylated 
RPS2 mRNA were recovered by oligo d(T) purification using total RNA prepared from 
cells transfected with wild-type and ribozyme constructs (Fig. 5B, compare lanes 2 and 
4), confirming that poly(A) RNA selection efficiency was similar for both samples. From 
these results, we conclude that the GFP-6/7 transcripts expressed from the ribozyme 
construct are not polyadenylated. 
 We next transfected the GFP-PABPN1 inducible cell line with wild-type and 
ribozyme constructs to address the importance of 3’ end polyadenylation in the 
mechanism of PABPN1 autoregulation. Consistent with our previous results using the 
wild-type construct, reduced levels of spliced GFP-6/7 mRNA were observed after 
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GFP-PABPN1 induction (Fig. 5C, lanes 1-2). Interestingly, transcripts expressed from 
the ribozyme constructs were still sensitive to excess PABPN1, as indicated by the 
accumulation of unspliced pre-mRNA (Fig. 5C, lanes 3-4) and reduced levels of 
spliced mRNA (Fig. 5D) after doxycycline induction. Because spliced transcripts 
produced from a self-cleaving ribozyme were previously shown to be competent for 
nuclear export in mammalian cells (40), we also investigated the sensitivity of the 
ribozyme construct to PABPN1-dependent regulation by measuring GFP-6/7 protein 
levels. As expected, lower levels of GFP-6/7 proteins were detected in cells 
transfected with the ribozyme construct in comparison to cells that expressed the wild-
type minigene (Fig. 5E, compare lanes 1 and 3). Importantly, GFP-PABPN1 induction 
caused similar down-regulation of GFP-6/7 protein for both wild-type and ribozyme 
constructs (Fig. 5E-5F), consistent with the RNA analyses (Fig. 5C-5D). Together, 
these data argue for a mechanism of PABPN1 autoregulation that is independent of 3’ 
end polyadenylation. 
 
An adenosine-rich region in the 3’ UTR of the PABPN1 transcript is important for 
autoregulation. 
Given results indicating that a 3’ poly(A) tail was not required for PABPN1 self 
regulation, we searched for potential PABPN1 binding sites in the PABPN1 transcript. 
Notably, an A-rich region was apparent in the PABPN1 3’ UTR, ~70-nt downstream 
from the 3’ ss of the terminal intron (Fig. 6A). Interestingly, this A-rich region is strongly 
conserved among vertebrate species and is adjacent to the GA-rich region predicted to 
be bound by SRSF10 (Supplemental Fig. S6). To test whether PABPN1 binds to the 
A-rich region within its 3’ UTR, we used an RNA gel shift assay to examine binding of 
recombinant PABPN1 to a 67-nt-long RNA probe that corresponds to PABPN1 3’ UTR 
sequences containing the A-rich region. As can be seen in Fig. 6B, GST-PABPN1 
robustly bound the 3’ UTR RNA probe (lanes 6-9), whereas GST alone did not (lanes 
2-5). Importantly, binding of PABPN1 to this region of its 3’ UTR was largely 
dependent on the integrity of the A-rich elements, as disruption of the poly(A) stretches 
with cytidine (A-Mut1 and A-Mut2, see Fig. 6A) clearly reduced PABPN1 binding to this 
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 region, as determined by competition assays (Fig. 6C, compare lanes 5-8 to lanes 3-
4). These results suggest direct binding of PABPN1 to the A-rich region of its 3’ UTR. 
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 Next, we examined whether disruption of the adenosine repeats in the PABPN1 3’ 
UTR affected PABPN1 autoregulation by introducing the A-to-C mutations that 
decreased PABPN1 binding (Fig. 6A-6C) in the GFP-6/7 minigene construct. Analysis 
of GFP-6/7 protein levels before and after GFP-PABPN1 induction revealed a 
significant decrease of PABPN1-mediated regulation in cells that expressed constructs 
containing mutations in the A-rich regions (Fig. 6D, compare lanes 5-8 to lanes 3-4; 
quantification in Fig. 6E). This observation obtained by measuring GFP-6/7 protein 
was supported by RNA analyses, which indicated that the ability of PABPN1 to 
decrease spliced mRNA levels was reduced in cells that expressed constructs 
harboring the A-to-C mutations (Fig. 6F, compare lanes 7-10 to lanes 5-6). 
Accordingly, A-to-C mutants significantly reduced the increase in the unspliced:spliced 
ratio after GFP-PABPN1 induction (Fig. 6G). Northern analysis further revealed that 
the mutations introduced in the A-rich region stimulated intron 6 splicing, as 
demonstrated by the significant decrease in unspliced:spliced ratio relative to the wild-
type construct under normal uninduced conditions (Fig. 6F, compare lanes 7 and 9 to 
lane 5; quantification in Fig. 6H). Collectively, the data presented in Fig. 6 suggest that 
PABPN1 autoregulation occurs via binding to the A-rich region of its 3’ UTR, which 
interferes with the splicing of intron 6, thereby decreasing the levels of spliced mRNA.  
 
PABPN1 autoregulation requires the nuclear RNA exosome, but not nonsense-
mediated RNA decay. 
The data presented above are consistent with a model in which PABPN1-dependent 
intron retention promotes the rapid degradation of unspliced pre-mRNAs in the 
nucleus, thereby reducing the cytoplasmic levels of spliced mRNA. To examine 
whether nuclear RNA decay by the exosome was involved in PABPN1 autoregulation, 
we used siRNAs to knock down hRRP40 (EXOSC3) and hMTR4 (SKIV2L2), two 
central components of human exosome ribonucleolytic activity (43). The GFP-PABPN1 
inducible cell line was first transfected with gene-specific siRNAs and cultured in the 
absence or presence of doxycycline to induce GFP-PABPN1. Total RNA was 
subsequently prepared from induced and non-induced cells, and quantitative RT-PCR 
was used to examine the impact of exosome deficiency on PABPN1 autoregulation by 
measuring the levels of PABPN1 mRNA. Consistent with our previous results, 
induction of GFP-PABPN1 resulted in a robust ~85% decrease in PABPN1 mRNA in 
61 
 
 cells treated with control siRNAs (Fig. 7A). Strikingly, the most prominent defect in 
PABPN1 autoregulation was observed in hMTR4-depleted cells, in which PABPN1 
mRNA levels were significantly increased following GFP-PABPN1 induction relative to 
cells treated with control siRNAs (Fig. 7A). PABPN1 autoregulation was also reduced 
in hRRP40-depleted cells (Fig. 7A). No significant changes in PABPN1 mRNA levels 
were detected in cells deficient for a key component of nonsense-mediated RNA 
decay, UPF1, and for the nuclear 5’-3’ exonuclease, XRN2 (Fig. 7). Importantly, the 
doxycycline-dependent changes observed in hMTR4- and hRRP40-depleted cells 
were specific to the PABPN1 mRNA, as levels of the control HPRT mRNA were not 
altered by exosome deficiency after GFP-PABPN1 induction (Fig. 7B). These results 
indicate that the nuclear exosome contributes to PABPN1 autoregulation.  
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 DISCUSSION 
Autoregulation is a mechanism for the homeostatic control of gene expression that 
becomes particularly important in cases in which a deficiency or a surplus of protein 
affects cell functions. PABPN1 is an evolutionarily conserved RNA-binding protein with 
multiple roles in post-transcriptional gene regulation. Accordingly, studies have 
demonstrated that a deficiency in PABPN1 alters the expression of specific genes (5, 
7, 23) and causes proliferation defects (4). Conversely, studies have also shown that 
overexpression of Pab2, the yeast homolog of PABPN1, results in growth inhibition in 
S. pombe (44), while the muscle-specific overexpression of wild-type mammalian 
PABPN1 in Drosophila results in muscle defects (45). In oculopharyngeal muscular 
dystrophy (OPMD), mutations in the PABPN1 coding sequence affect mRNA levels 
(13, 14). Thus, the autoregulatory mechanism disclosed in this study supports the idea 
that PABPN1 expression needs to be strictly controlled for normal cell physiology. 
Importantly, we provide mechanistic insights into how this autoregulatory pathway 
involves PABPN1 binding to an adenosine-rich region in its 3’ UTR, which promotes 
the degradation of intron-retained PABPN1 pre-mRNA in the nucleus.  
 
Gene regulation by nuclear pre-mRNA decay 
In this study, we report on the ability of PABPN1 to control its steady state protein level 
via a negative feedback loop that results in reduced mRNA levels together with the 
accumulation of pre-mRNAs that retain the 3’-terminal intron. Using a minigene 
construct that recapitulated PABPN1-dependent regulation, we showed that 
autoregulation occurs at the level of unspliced pre-mRNA (Fig. 2) and requires 
inefficient splicing of the 3’-terminal intron (Fig. 3). In addition, we provide evidence 
that hnRNP H and hnRNP A2/B1 contribute to the poor splicing efficiency of the 
PABPN1 3’-terminal intron by acting as splicing repressors (Fig. 4). PABPN1 
autoregulation also depends on the activity of the nuclear RNA exosome, as a 
deficiency in exosome function reduced the ability of excess PABPN1 to negatively 
control its endogenous mRNA level (Fig. 7). Collectively, our results are consistent 
with a model of PABPN1 homeostatic expression in which pre-mRNA decay by the 
nuclear exosome competes with the splicing of the PABPN1 3’-terminal intron by the 
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 spliceosome (Fig. 8A). The equilibrium between decay and splicing of the unspliced 
PABPN1 pre-mRNA is influenced by hnRNP H and hnRNP A2/B1, acting as 
repressors, as well as by SRSF10, which functions as a splicing activator (Fig. 8A). 
Importantly, our in vitro and in vivo data suggest that PABPN1 directly interacts with a 
highly conserved adenosine-rich region in its 3’ UTR, and by this means negatively 
affects the splicing of the 3’-terminal intron. Therefore, at high concentrations, 
PABPN1 can more effectively interfere with splicing of its terminal intron and influence 
the equilibrium toward pre-mRNA decay by the exosome, providing a mechanism for 
self-regulation (Fig. 8B). While exosome deficiency suppressed PABPN1 
autoregulation, as measured by the increased level of PABPN1 mRNA in exosome-
deficient cells after GFP-PABPN1 induction (Fig. 7), we did not observe a significant 
accumulation of intron-retained transcripts (data not shown). This result can be 
explained by competition between splicing and decay, whereby reduced nuclear pre-
mRNA decay in exosome-deficient cells increases the opportunity for splicing of the 3’ 
terminal intron, resulting in the observed increase of PABPN1 mRNA. Alternatively, as 
previously demonstrated for the autoregulation of Drosophila Sex-lethal (46), it is 
possible that PABPN1-bound transcripts are inhibited in the second catalytic step of 
RNA splicing, which would not necessarily result in the detectable accumulation of 
unspliced pre-mRNA.  
PABPN1 did not affect the expression of intronless and intron-swap constructs (Fig. 2-
3), despite preserving the adenosine-rich tract in their 3’ UTR. These data argue 
against the idea that the mechanism of PABPN1 autoregulation mainly proceeds by 
inhibiting the export of bound transcripts. Rather, our results are more consistent with 
a role of PABPN1 in the splicing modulation of its 3’-terminal intron. The exact 
mechanism underlying PABPN1-mediated splicing regulation still needs investigation, 
but may include a possible influence on SRSF10 recruitment (Fig. 8). In this model, 
binding of SRSF10 and PABPN1 to the flanking GA-rich and A-rich regions of the 
PABPN1 3’ UTR, respectively, would be mutually exclusive. Indeed, the preferred RNA 
motif recognized by PABPN1 in vitro is A-G/A-A-A-G/A-A, whereas it is A-G-A-G-A-
G/A-G/A for SRSF10 (38). Such sequence similarity could involve competitive binding 
to the PABPN1 pre-mRNA, whereby excess PABPN1 would interfere with SRSF10 
recruitment, thus preventing the activator role of SRSF10 to the splicing of the 
PABPN1 3’-terminal intron. A model in which PABPN1 competes with RNA processing 
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 was proposed as the mechanism whereby PABPN1 controls alternative 
polyadenylation (APA) of specific genes, most likely by competing with the 3’ end 
processing machinery (6, 7). The nature of the gene specificity for PABPN1-regulated 
APA remains unclear, however. The results presented in this study raise the possibility 
that PABPN1 as well as other poly(A)-binding proteins, in addition to their general 
roles in RNA metabolism, also function in gene-specific regulation through binding to 
internal adenosine-rich tracts. In that respect, the major human PABP in the 
cytoplasm, PABPC1, binds to an adenosine-rich region in the 5’ UTR of its own 
mRNA, thereby negatively repressing translation (47), while the major nuclear PABP in 
S. cerevisiae, Nab2, binds to an internal poly(A) stretch in its mRNA to repress 3’ end 
processing (48). Because genome-encoded internal poly(A) tracts are relatively 
common in human genes, with the majority of ≥12 adenosine stretches located in 
introns and 3’ UTRs (49), it is tempting to speculate that these template-encoded 
poly(A) tracts function in gene-specific regulation via PABPs. 
The PABPN1-dependent mechanism of gene regulation identified in this study 
is reminiscent of how S. pombe Pab2 controls the expression of specific intron-
containing genes via exosome-mediated pre-mRNA decay (23). One of the important 
similarities between these two nuclear pre-mRNA decay pathways is that they both 
depend on poor splicing efficiency. As our data indicated that the unspliced PABPN1 
pre-mRNA was mostly found in the nuclear fraction (Supplemental Fig. S3), the 
requirement for inefficient splicing for these pre-mRNA decay pathways is likely to slow 
down export (50, 51), thereby extending the nuclear residency of unspliced transcripts, 
which increases the window of opportunity for PABPN1 and the exosome to compete 
with RNA splicing. 
 
Intron retention as a mechanism for PABPN1 gene regulation 
Although RNA splicing is generally thought to occur co-transcriptionally (52), our data 
suggest that the 3’-terminal intron of PABPN1 is frequently spliced post-
transcriptionally. Importantly, our findings revealed that intron retention (IR) is a 
mechanism allowing PABPN1 to control its own expression. Previous studies have 
shown that IR is used as a mechanism for the self-control of certain RNA-binding 
proteins, most frequently splicing factors (19, 53, 54). In these cases, as well as for 
most IR-dependent mechanisms of gene regulation, NMD appears to be the primary 
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 pathway used to achieve negative control of mRNA levels (28, 55). In contrast, our 
results argue that NMD is not involved in PABPN1 autoregulation, as depletion of 
UPF1 did not impair the ability of GFP-PABPN1 to repress endogenous PABPN1 
mRNA levels (Fig. 7). Rather, our data are consistent with a mechanism of IR-
mediated nuclear retention coupled to pre-mRNA decay by the exosome. 
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 In general, IR is considered as an uncommon mechanism of alternative splicing. Yet, 
recent studies indicate that IR is widespread in mammalian transcriptomes (28) and 
important for the regulation of functionally-related groups of genes (26, 27). 
Mechanistically, our results indicated that a weak 5’ ss and splicing repressors, hnRNP 
H and hnRNP A2/B1, contribute to the degree of PABPN1 IR. Future investigations will 
be required to examine whether RNA polymerase II pausing (28) and/or chromatin-
associated proteins (56) also influence retention of the PABPN1 3’-terminal intron. It 
will also be interesting to determine the subnuclear localization of intron-retained 
PABPN1 transcripts, as retention at or near the site of transcription is distinctive of 
defective RNAs that are directed for exosome-mediated decay (57). Alternatively, 
unspliced PABPN1 transcripts could accumulate in a specific nuclear environment, 
functioning as a reservoir for rapid post-transcriptional splicing in response to cellular 
cues or homeostatic regulation.  
 Relatively few data are available on the patterns of PABPN1 expression and 
regulation in humans. In mice, PABPN1 protein levels vary substantially across 
tissues, as a result of the differential expression of two major mRNA isoforms that 
have been proposed to result from alternative usage of p(A) sites (9). However, it 
should be noted that the proximal p(A) site identified for the mouse PABPN1 mRNA is 
66-bp downstream of the stop codon (9), which maps precisely inside the conserved 
adenosine-rich region in the 3’ UTR, raising the possibility of mispriming by oligo(dT)-
based reverse transcription. In fact, we detected intron-retained PABPN1 transcripts in 
the C2C12 mouse cell line (data not shown), suggesting that PABPN1 IR is conserved 
in mice. Thus, in addition to functioning in autoregulation, the IR-mediated mechanism 
of gene regulation described in this study could be use to control PABPN1 levels in 
different cell types and tissues. For instance, by altering the concentration and/or 
activity of splicing regulators, such as hnRNP H, hnRNP A2/B1, and SRSF10, cells 
could control PABPN1 mRNA levels, as demonstrated by our data.  
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 In summary, we have uncovered a mechanism of regulated intron retention coupled to 
pre-mRNA decay that controls PABPN1 expression in human cells. Our findings on 
PABPN1 autoregulation may also contribute to the understanding of the molecular 
basis of OPMD. Indeed, the altered levels of PABPN1 mRNA expressed from OPMD 
alleles (13, 14) raises the possibility that the negative autoregulatory loop described in 
this study is impaired in OPMD, resulting in the accumulation of aberrant PABPN1 
protein. 
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 FIGURE LEGENDS 
Figure 1. Increased gene dosage of PABPN1 results in reduced levels of endogenous 
PABPN1 protein and mRNA. (A) Western blot analysis using extracts from untreated (-
) or doxycycline-treated (+) transgenic (Tg) cell lines that express GFP-PABPN1 (lanes 
1-2) and GFP-PRMT3 (lanes 3-4). (B) Quantification of endogenous PABPN1 protein 
in the presence and absence of doxycycline in the indicated cell lines. () P-
value <0.0001, Student’s t-test. (C) Northern blot analysis using RNA probes 
complementary to PABPN1 exon 2 (lanes 1-2) and intron 6 (lanes 3-4) sequences, 
using total RNA from HEK293T cells treated with PABPN1-specific (lanes 2 and 4) and 
control (lanes 1 and 3) siRNAs. (D) RNA-seq read distribution along the PABPN1 gene 
from human HeLa cells. Bottom row shows the Refseq gene annotation for the 
corresponding exons (E1-E7) and introns (I1-I6). (E) Schematic of primers used to 
measure the levels of spliced and unspliced PABPN1 transcripts by RT-qPCR. (F-G) 
RT-qPCR analysis measuring the relative fraction of total PABPN1 transcript that is 
spliced mRNA (F) and unspliced pre-mRNA (G) using RNA from the indicated induced 
(+Doxy) and non-induced (-Doxy) transgenic (Tg) cell lines. Data are expressed 
relative to uninduced control (-Doxy). () P-value <0.01, Student’s t-test. 
 
Figure 2. The 3’-terminal intron of PABPN1 is required for autoregulation. (A) 
Schematic of the GFP-6/7 minigene construct in which 144-bp of exon 6, intron 6, and 
exon 7 were fused to the GFP coding sequence. Exon 7 consists of 37-bp of coding 
sequences, a TAA stop codon, and ~900-bp of 3’ untranslated region. (B) Western blot 
analysis using extracts from untreated (-) and doxycycline-treated (+) GFP-PABPN1 
(lanes 1-4) and GFP-PRMT3 (lanes 5-8) transgenic (Tg) cell lines that were previously 
transfected with the GFP-6/7 (lanes 3-4 and 7-8) or GFP (lanes 1-2 and 5-6) 
constructs. (C) GFP and GFP-6/7 protein levels were normalized to tubulin and 
expressed relative to uninduced control (-Doxy). () P-value <0.001, Student’s t-
test. (D) Northern blot analysis of the indicated transcripts using total RNA prepared 
from untreated (-) and doxycycline-treated (+) GFP-PABPN1 (lanes 1-6) and GFP-
PRMT3 (lanes 7-8) transgenic (Tg) cell lines that were previously transfected with the 
GFP-6/7 (lanes 5-8) or GFP (lanes 3-4) constructs, including a mock transfection 
control (lanes 1-2). (E) Western blot of the indicated proteins using extracts from 
untreated (-) and doxycycline-treated (+) GFP-PABPN1 transgenic (Tg) cells that were 
76 
 
 previously transfected with wild-type (lanes 3-4) and intronless (lanes 5-6) GFP-6/7 
constructs. Cells were also co-transfected with a vector expressing GFP to control for 
transfection efficiency. (F) GFP-6/7 protein levels were normalized to tubulin and to 
GFP (to control for transfection efficiency) and expressed relative to uninduced control 
(-Doxy). () P-value <0.01, Student’s t-test. (G) Northern blot analysis of the 
indicated transcripts using total RNA prepared from untreated (-) and doxycycline-
treated (+) GFP-PABPN1 transgenic (Tg) cells that were previously transfected with 
wild-type (lanes 1-2) and intronless (lanes 3-4) GFP-6/7 constructs. (H) Quantification 
of spliced GFP-6/7 transcript normalized to RPS2 mRNA and expressed relative to 
uninduced control (-Doxy). () P-value <0.01, Student’s t-test. 
 
Figure 3. Inefficient splicing of the PAPBN1 terminal intron is necessary for PABPN1 
autoregulation. (A) 5’ ss sequences of wild-type (WT) and mutated (5’ MUT) PABPN1 
intron 6 are shown. Nucleotide changes introduced in intron 6 sequence to enhance 
splicing efficiency are shown in green. Nucleotide positions are numbered and 
indicated under each nucleotide. ΔG, predicted free energy of 5’ ss. (B) Northern blot 
analysis using total RNA prepared from untreated (-) and doxycycline-treated (+) GFP-
PABPN1 transgenic (Tg) cells that were previously transfected with wild-type (lanes 1-
2) and 5’ ss mutant (lanes 3-4) GFP-6/7 constructs. (C) Quantification of GFP-6/7 
unspliced:spliced ratios from northern blot data and expressed relative to uninduced 
control (-Doxy). () P-value <0.1, Student’s t-test. (D) Western blot analysis of the 
indicated proteins using extracts from untreated (-) and doxycycline-treated (+) GFP-
PABPN1 transgenic (Tg) cells that were previously transfected with wild-type (lanes 1-
2) and 5’ ss mutant (lanes 3-4) GFP-6/7 constructs. (E) GFP-6/7 protein levels were 
normalized to tubulin and to GFP (to control for transfection efficiency) and expressed 
relative to uninduced control (-Doxy). () P-value <0.1, Student’s t-tests. (F) 
Schematic of GFP-6/7 constructs with PABPN1, RPS2, and HNRNPK 3’-terminal 
introns used to study PABPN1-dependent regulation. (G-H) Northern blot (G) and 
western blot (H) analyses of extracts prepared from untreated (-) and doxycycline-
treated (+) GFP-PABPN1 transgenic (Tg) cells that were previously transfected with 
GFP-6/7 constructs containing the PABPN1 (lanes 1-2), RPS2 (lanes 3-4), and 
HNRNPK (lanes 5-6) introns. Cells were also co-transfected with a vector expressing 
GFP to control for transfection efficiency. 
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 Figure 4. hnRNP H, hnRNP A2/B1, and SRSF10 modulate PABPN1 intron 6 splicing. 
(A) RT-qPCR analysis of endogenous PABPN1 unspliced:spliced ratio using total RNA 
prepared from HEK293T cells treated with siRNAs specific to hnRNP H, hnRNP 
A2/B1, hnRNP C, as well as a non-target control siRNA. P-values: ()<0.001; 
()<0.01; ()<0.1, Student’s t-test. (B) Western blot analysis using total extracts 
prepared from HEK 293T cells that were transfected with constructs expressing GFP 
(lane 1), GFP-SRSF10 (lane 2), and GFP-hnRNP C (lane 3). (C) RT-qPCR analysis of 
endogenous PABPN1 unspliced:spliced ratio using total RNA prepared from HEK293T 
cells that were previously transfected with constructs expressing GFP (lane 1), GFP-
SRSF10 (lane 2), and GFP-hnRNP C (lane 3) () P-value <0.001, Student’s t-test. 
(D-E) RIP assays were performed using GFP and GFP-SRSF10. Pre-mRNA 
associations (IP/input ratio) for GFP and GFP-SRSF10 were analyzed by RT-qPCR, 
and the values were then set to 1.0 for the control GFP purification. 
 
Figure 5. PABPN1 autoregulation does not require canonical 3’ end processing and 
polyadenylation. (A) Schematic diagram of the GFP-6/7 ribozyme construct. (B) 
Northern blot analysis of total (lanes 1 and 3) and oligo-d(T)-selected (lanes 2 and 4) 
RNA prepared from cells transfected with DNA constructs that express wild-type (lanes 
1-2) and ribozyme-processed (lanes 3-4) GFP-6/7 transcript. (C) Northern blot analysis 
of total RNA prepared from untreated (-) and doxycycline-treated (+) GFP-PABPN1 
transgenic (Tg) cells that were previously transfected with wild-type (lanes 1-2) and 
ribozyme-processed (lanes 3-4) GFP-6/7 constructs. (D) Quantitative RT-PCR 
analysis of spliced GFP-6/7 mRNA produced from wild-type and ribozyme constructs. 
GFP-6/7 mRNA levels were normalized to RPS2 mRNA and expressed relative to 
uninduced control (-Doxy). () P-value <0.001, Student’s t-test. (E) Western blot 
analysis using extracts from untreated (-) and doxycycline-treated (+) GFP-PABPN1 
transgenic (Tg) cells that were previously transfected with wild-type (lanes 1-2) and 
ribozyme (lanes 3-4) GFP-6/7 constructs. (F) GFP-6/7 protein levels were normalized 
to tubulin and expressed relative to uninduced control (-Doxy). () P-value 
<0.001, Student’s t-test. 
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 Figure 6. An adenosine-rich region in the 3’ UTR of the PABPN1 transcript is 
important for PABPN1 autoregulation. (A) A 50-nt, adenosine-rich region from the 
human PABPN1 mRNA is shown. C-to-A changes introduced in adenosine repeats are 
shown in red and referred to A-MUT1 and A-MUT2. (B) Increasing amounts of GST 
(lanes 2 to 5) and GST-PABPN1 (lanes 6 to 9) were incubated with an 67-nt RNA 
probe that includes the A-repeats of the PABPN1 3’ UTR. The position of free probe 
and PABPN1-bound complexes is shown on the left. (C) Equal amounts of GST-
PABPN1 were incubated with the A-rich 3’ UTR probe in the presence of increasing 
amounts of cold wild-type (WT, lanes 3-4) and C-to-A mutated (A-MUT1, lanes 5-6; A-
MUT2, lanes 7-8) 3’ UTR probes, or without any competing nucleic acid (lane 2). (D) 
Western blot analysis using extracts from untreated (-) and doxycycline-treated (+) 
GFP-PABPN1 transgenic (Tg) cells that were previously transfected with wild-type 
(lanes 3-4) and C-to-A mutated (lanes 5-8) GFP-6/7 constructs. (E) GFP-6/7 protein 
levels were normalized to tubulin and to GFP (to control for transfection efficiency) and 
expressed relative to uninduced control (-Doxy). () P-value <0.01; () P-value 
<0.1, Student’s t-tests. (F) Northern blot analysis using total RNA prepared from 
untreated (-) and doxycycline-treated (+) GFP-PABPN1 transgenic (Tg) cells that were 
previously transfected with wild-type (lanes 5-6) and C-to-A mutated (lanes 7-10) GFP-
6/7 constructs. (G) RT-PCR analysis of unspliced:spliced ratios for wild-type and C-to-
A mutants constructs expressed relative to uninduced control (-Doxy). () P-value 
<0.01, Student’s t-test. (H) RT-PCR analysis of unspliced:spliced ratios for wild-type 
and C-to-A mutants constructs expressed in uninduced conditions (-Doxy). () P-
value <0.01; () P-value <0.1, Student’s t-tests. 
 
Figure 7. PABPN1 autoregulation requires the nuclear RNA exosome. Quantitative 
RT-PCR analysis of spliced PABPN1 mRNA (A) and HPRT mRNA (B) levels using 
total RNA prepared from HEK 293T cells treated with siRNAs specific to hRRP40, 
hMTR4, UPF1, and XRN2, as well as a non-target (NT) control siRNA. To specifically 
assay for PABPN1-dependent effects, data were normalized to RPS2 mRNA and 
expressed relative to uninduced conditions (-doxy). () P-value <0.01; () P-value 
<0.1, Student’s t-tests. 
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 Figure 8. Model for PABPN1 autoregulation. (A) The homeostatic control of PABPN1 
expression involves competition between pre-mRNA decay by the exosome and 
splicing of the 3’-terminal intron by the spliceosome. Splicing regulators and PABPN1 
influences the equilibrium between pre-mRNA splicing and decay. (B) When the 
nuclear concentration of PABPN1 is high, binding of PABPN1 to an adenosine (A)-rich 
region in its 3’ UTR interferes with splicing of the 3’-terminal intron, which promotes 
pre-mRNA decay by the exosome.  
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Supplemental Information Inventory 
 
Supplemental Information includes seven figures, Supplemental 
Experimental Procedures, and Supplemental References. 
 
SUPPLEMENTARY FIGURES: 
• Figure S1, related to Figure 1:  Downregulation of endogenous PABPN1 
protein in cells that induced Flag-PABPN1 expression. 
 
• Figure S2, related to Figure 1: Mapping of PABPN1 polyadenylation site in 
human cell lines by 3’ READS. 
 
• Figure S3, related to Figure 1: The unspliced PABPN1 pre-mRNA that 
retains the 3’ terminal intron is enriched in the nuclear fraction. 
 
• Figure S4, related to Figure 2: The long RNA isoform expressed from the 
GFP-6/7 minigene construct corresponds to unspliced transcript. 
 
• Figure S5, related to Figure 3: Mutations in the 5’ ss of the RPS2 intron 
increase its sensitivity to PABPN1-dependent regulation. 
 
• Figure S6, related to Figures 4 and 6: Conserved GA- and A-rich regions in 
the PABPN1 3’ UTR. 
 
• Figure S7, related to Figure 5: Spliced GFP-6/7 mRNA is produced from the 
ribozyme construct 
 
SUPPLEMENTAL EXPERIMENTAL PROCEDURES 
 
SUPPLEMENTAL REFERENCES 
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 SUPPLEMENTARY FIGURES 
 
 
Figure S1, related to Figure 1:  Down-regulation of endogenous PABPN1 
protein in a transgenic cell line that induces FLAG-PABPN1 expression. 
 
(A) Western blot analysis of the indicated proteins using extracts from an untreated (-) 
or doxycycline-treated (+) transgenic (Tg) cell line that express FLAG-PABPN1 (lanes 
1-2). The PABPN1-specific antibody recognizes both endogenous and FLAG-tagged 
PABPN1.  
(B) Quantification of endogenous PABPN1 protein in the presence and absence of 
doxycycline in the FLAG-PABPN1 transgenic (Tg) cell line. () P-value <0.1, 
Student’s t-test. Note that the reduced levels of autoregulation observed in the FLAG-
PABPN1 Tg cell line is due to the lower expression levels of the FLAG-PABPN1 
transgene relative to the GFP-PABPN1 transgene. 
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Figure S2, related to Figure 1: 3’ READS analysis of PABPN1 polyadenylation 
sites in different human cell lines. 
 
RNA-seq coverage of poly(A) site-supporting (PASS) reads for PABPN1 in HeLa, 
HEK293, MCF7, and A549 human cell lines, as determined by 3’ READS (Hoque et al. 
2013). In all four cell lines, PASS reads identified one major region of poly(A) site 
selection for PABPN1 ~875-900-nt downstream of the stop codon.  
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 Figure S3, related to Figure 1: The unspliced PABPN1 pre-mRNA that retains 
the 3’-terminal intron is enriched in the nucleus. 
 
HEK293T were fractionated to isolate nuclear (N) and cytoplasmic (C) RNA, whereas 
the remaining one-third was lysed to analyze total (T) RNA. Total and fractionated 
RNA populations were analyzed by Northern blotting using probes complementary to 
PABPN1 intron 6 (unspliced; upper panel) and exon 2 (spliced; middle panel). As a 
control for the RNA fractionation, the U3 snoRNA and signal recognition particle RNA 
(7SL) were enriched in the nucleus and cytoplasm, respectively. 
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Figure S4, related to Figure 2: The long RNA isoform expressed from the 
GFP-6/7 minigene corresponds to unspliced transcript. 
 
Northern blot analysis of total RNA prepared from untreated (-) and doxycycline-
treated (+) GFP-PABPN1 transgenic cell line that were mock-transfected (lanes 1-2 
and 5-6) or transfected with the GFP-6/7 minigene (lanes 3-4 and 7-8). The blots were 
analyzed using probes complementary to GFP-6/7-specific (lanes 1-4) and intron 6-
specific (lanes 5-8) sequences. The RPS2 mRNA was analyzed as a loading control. 
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Figure S5, related to Figure 3:  Mutations in the 5’ss of the RPS2 3’-terminal 
intron that reduce splicing efficiency render expression from the GFP-6/7 
minigene sensitive to PABPN1-dependent regulation. 
 
(A) 5’ ss sequences of wild-type (WT) and mutated (5’ MUT) RPS2 3’-terminal intron 
are shown. The nucleotide changes introduced in the 3’-terminal intron of RPS2 to 
reduce splicing efficiency are shown in red. Nucleotide positions are numbered and 
indicated under each nucleotide. ΔG, predicted free energy of 5’ ss. 
(B) Increased level of unspliced transcript in cells that express GFP-6/7 minigene with 
mutations in the RPS2 5’ss that reduce base pairing with the U1 snRNA. RT-qPCR 
analysis of unspliced transcript using total RNA prepared from HEK293T cells that 
were previously transfected with GFP-6/7 constructs containing wild-type and 5’ ss 
mutant RPS2 intron. The unspliced transcript was analyzed using a forward primer 
specific to RPS2 intronic sequences and a reverse primer specific to PABPN1 3’ UTR 
sequences. Data were normalized to endogenous RPS2 mRNA and expressed 
relative to the GFP-6/7 construct containing the wild-type RPS2 intron. 
94 
 
 (C) The reduced splicing efficiency of the RPS2 intron with 5’ ss mutations sensitize 
GFP-6/7 expression to PABPN1-dependent regulation. Western blot analysis of the 
indicated proteins using extracts from untreated (-) and doxycycline-treated (+) GFP-
PABPN1 transgenic cells that were previously transfected with GFP-6/7 constructs 
containing wild-type (lanes 1-2) and 5’ ss mutant (lanes 3-4) RPS2 intron. Cells were 
also co-transfected with a vector expressing GFP to control for transfection efficiency. 
(D) GFP-6/7 protein levels were normalized to tubulin and to GFP (to control for 
transfection efficiency) and expressed relative to uninduced control (-Doxy). () P-
value <0.1, Student’s t-test. 
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Figure S6, related to Figures 4 and 6:  Conserved GA- and A-rich sequences in the 
PABPN1 3’ UTR.  
 
Diagram showing the 3’ end of the PABPN1 gene, including the intron 6-exon 7 
junction as well as ~900-nt of 3’ UTR sequences. The nucleotide sequence of a 
conserved 120-nt region (nt 8-128 starting from the stop codon) among ten species is 
shown at the bottom. The phastCons plot (green) shows the probability of sequence 
conservation across 100 vertebrate species. The green and red double-headed arrows 
indicate the conserved GA- and A-rich sequences, respectively. The consensus 
SRSF10-binding site, as determined by RNAcompete (Ray et al. 2013), is shown in 
the dotted box within the GA-rich region.  
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Figure S7, related to Figure 5:  Spliced GFP-6/7 mRNA is produced from the 
ribozyme construct. 
 
RT-PCR analysis of spliced GFP-6/7 mRNA using total RNA prepared from HEK293T cells 
that were either mock-transfected (lane 3) or transfected with the wild-type (lane 1) and 
ribozyme (RBZ) GFP-6/7 constructs. To specifically detect spliced GFP-6/7 mRNA, the 
PCR amplification was performed using a forward primer complementary to GFP-specific 
sequences and a reverse primer positioned across the exon 6-exon 7 junction of 
PABPN1. 
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 SUPPLEMENTARY EXPERIMENTAL PROCEDURES 
 
RNAi-mediated silencing. siRNAs were from Dharmacon/Thermo Scientific. Control 
siRNAs (ON-TARGETplus Non-targeting siRNA #4), siUPF1 
(GGAACCACCUGCUGAACUATT); sihRRP40 (CACGCACAGUACUAGGUCAdTdT), 
siMTR4 (CAAUUAAGGCUCUGAGUAAUU), and siXRN2 
(GAGUACAGAUGAUCAUGUUUU), and siPABPN1 
(AGUCAACCGUGUUACCAUAUU) were previously described (Beaulieu et al. 2012). 
siRNAs to hnRNP A2/B1 (AAGCUUUGAAACCACAGAAGAdTdT), hnRNP H 
(GCACAGGUAUAUUGAAAUCdTdT), and hnRNP C 
(AGGCGCUUGUCUAAGAUCAdTdT) were also previously described. (Venables et al. 
2008).  
 
Expression Constructs. The wild-type GFP-6/7 construct (pFB864) was generated 
by PCR amplification of a ~2100-nt PABPN1 genomic fragment that started with the 
seventh base pair of exon 6 up to approximately 1-Kb downstream of the stop codon in 
exon 7, using a 5’ primer containing EcoRI sequence (5’-
GGCGAATTCCAAACGAACCAACAGACCAGG-3’) and a 3’ primer containing BamHI 
sequence (5’-GATCCCCACAACACCAGTACTTCTACCACAAGG-3’), which was 
cloned in frame to GFP coding sequence into peEGFP-C1. The intronless GFP-6/7 
construct (pFB908) was generated from pFB864 using the Gibson assembly cloning kit 
(New England Biolabs) via PCR amplification of PABPN1 exon 6 and exon 7 that 
included overlapping sequences. The GFP-6/7 construct with mutations in the 
PABPN1 5’ ss (pFB969) was generated by site-directed mutagenesis using pFB864 as 
template. GFP-6/7 constructs with RPS2 (pFB952) and HNRNPK (pFB963) introns 
were generated by Gibson assembly cloning using PCR fragments containing RPS2 
and HNRNPK intronic sequences fused to sequences from exon 6 and exon 7 of 
PABPN1. The GFP-6/7 construct with mutations in the RPS2 5’ ss (pFB996) was 
generated by site-directed mutagenesis using pFB952 as template. The GFP-6/7 
Ribozyme construct (pFB1026) was generated by inserting a previously described 
fragment (Bird et al. 2005) containing a stabilizing stem loop from the histone H2A 
mRNA and a variant of the hepatitis delta ribozyme upstream of the PABPN1 
polyadenylation signal. cDNAs to SRSF10 and hnRNP C were obtained from DNASU 
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 plasmid repository and cloned into pEGFP-C1. The GFP-6/7 A-to-C mutants A-MUT1 
(pFB838) and A-MUT2 (pFB839) were generated by site-directed mutagenesis using 
pFB781 as template. All of the constructs used in this study were verified by 
automated sequencing. 
 
Sequence of EMSA probes. The wild-type PABPN1 3’ UTR corresponding to the A-
rich region 
(CATCTTCTGTTTTTCTTTTTTTTTTTTTTAATTCTTTTTTTTTTCCTTCTTTCCTCTTT
CCTGTCTC), or A-to-C mutants (A-MUT1; 
CATCTTCTGTTTTTCTTTTTTTTTTTTTTAATTCGTGTGTGTGTCCTTCTTTCCTCTT
TCCTGTCTC) and (A-MUT2; 
CATCTTCTGTTTTTCGTGTGTGTGTTTTTAATTCTTTTTTTTTTCCTTCTTTCCTCTT
TCCTGTCTC) were generated by in vitro transcription using the mirVana miRNA 
Probe Construction kit (Ambion, AM1550) according to the manufacturer’s instructions. 
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 3. Discussion 
3.1 Autres facteurs pouvant influencer l’autorégulation de PABPN1 
Dans cette étude, nous avons montré que PABPN1 a la capacité de s’autoréguler. Le 
modèle que l’on propose est celui d’une compétition entre l’épissage du pré-ARNm et sa 
dégradation par l’exosome nucléaire (voir figure 8 page 91 ). Cette compétition est régulée 
par plusieurs facteurs impliqués dans l’épissage et PABPN1 (voir figure 8 page 91). Ce 
mécanisme a comme conséquence le maintien de deux populations de transcrit : une 
composée de pré-ARNms et l’autre ARNms matures. Cette capacité à s’autoréguler n’est 
pas surprenante, tenant compte du fait que PABPC1 est aussi capable de s’autoréguler 
(Hornstein et al. 1999). De plus, comme mentionné précédemment, plusieurs protéines liant 
l’ARN s’autorégulent en liant leur propre transcrit, inhibant ainsi par diverses mécanismes 
l’expression de ces derniers (Sun et al. 2010) (Ayala et al. 2011) (Eréndira Avendaño-
Vázquez et al. 2012) (Dai et al. 2012). Aussi, une récente étude a montré que la rétention 
d’intron est un mécanisme de régulation répandu chez les cellules de mammifères 
(Braunschweig et al. 2014). Fait intéressant, le pré-ARNm contenant l’intron terminal est 
présent au niveau basal (voir figure 2) et sa population n’augmente que faiblement 
lorsqu’on réprime l'expression des composantes de l’exosome nucléaire (données non 
publiées). Cela laisse croire que seul une fraction des pré-ARNms est dégradée et que 
l’autre est séquestrée dans un compartiment nucléaire qui lui permet d’échapper à 
l’autorégulation. C’est alors qu’on peut se poser les questions suivantes : Dans quel 
compartiment(s) ces transcrits sont-ils séquestrés? Par quel moyen la cellule détecte le 
niveau de pré-ARNm dans ces compartiments? Ces transcrits séquestrés sont-ils relâchés 
puis maturés à un moment donné? On peut alors rapidement penser à des expériences 
d’hybridation in situ, avec des amorces hybridant dans l’intron terminal de PABPN1, pour 
localiser les pré-ARNms. Par la suite, des expériences de co-localisation pourrait nous 
permettre d’identifier des facteurs impliqués dans la séquestration/protection de ces 
transcrits. 
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Dans la figure 4A et 4C, lorsqu’on module l’expression des facteurs impliqués dans 
l’épissage, on note un changement significatif du ratio de l’expression de la forme non-
épissé sur la forme épissé (unspliced/spliced) du transcrit de PABPN1. En effet, lorsqu’on 
réprime l’expression des hnRNP A2B1 et hnRNP H, dans notre modèle des inhibiteurs de 
l’épissage, le ratio (unspliced/spliced) diminue, ce qui signifie une augmentation de 
l’ARNm et une diminution du pré-ARNm. Par contre, cette augmentation de l’ARNm n’est 
pas suivi d’une augmentation protéique de PABPN1 (résultats non publiés). On note au 
niveau basal une augmentation de la forme épissée de la construction GFP-6/7 5’MUT 
comparativement à la construction GFP-6/7 WT (figure 3B comparez piste 3 à piste 1), 
sans pour autant noter une augmentation protéique dans les mêmes conditions (figure 3 D, 
comparez piste 3 à 1). Ces évidences laissent croire que d’autres facteurs influencent 
l’expression de PABPN1 au niveau cytoplasmique. Une récente étude a montré que 
l’expression de PABP-2, l’orthologue de PABPN1 chez C. elegans, était en partie régulée 
par le miARN let-7 (Hurschler et al. 2011). Sachant que let-7 est conservé du nématode 
jusqu’à l’humain (Pasquinelli et al. 2000) (Lagos-Quintana et al. 2001), que le transcrit de 
PABPN1 a un 3’UTR d’environ 900 nucléotides et que les miARNs module l’expression 
des gènes via leur liaison dans les régions 3’UTRs, il est séduisant de penser à une 
implication potentielle de let-7 ou d’autres miARNs dans la régulation de PABPN1. Il 
serait alors intéressant d’identifier des sites potentiels de miARNs dans le 3’UTR du 
transcrit de PABPN1 via des logiciels de prédiction. Par la suite, des mutations pourraient 
être introduites dans le gène rapporteur GFP-6/7, par mutagènese dirigée, pour inhiber 
l’hybridation de miARNs et voir si l’on note une différence de l’expression au niveau basal 
et durant la surexpression du transgène GFP-PABPN1.  
Une des nombreuses propriétés physico-chimiques de l’ARN est qu’il adopte des structures 
secondaires et tertiaires stables in vitro aussi bien qu’in vivo (Fontana et al. 1993) (Brion & 
Westhof 1997) (Conn & Draper 1998). Comme mentionné précédemment, les structures 
secondaires d’ARN sont connues pour moduler l’épissage des transcrits et ce phénomène 
est retrouvé à travers l’évolution (Buratti & Baralle 2004). L’intron terminal de PABPN1 
contient une région riche en guanine (G-riche), en 3’ de l’intron, qui pourrait être un site de 
liaison potentiel pour hnRNP H (Caputi & Zahler 2001) (Huelga et al. 2012). De plus, en 
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 début de la région 3’UTR, on note aussi une forte présence en guanine. Aussi, il fut 
rapporté que hnRNP H interagit avec une structure G-quadruplex se trouvant dans les 
ARNms des gènes MPP16 et ARPC2 (Von Hacht et al. 2014). Les G-quadruplex sont 
connus pour moduler l’expression de certains gènes surtout au niveau de la traduction 
(Millevoi et al. 2012) (Bugaut & Balasubramanian 2012). Il serait intéressant d’investiguer 
si la région G-riche de l’intron terminal ou la région du 3’UTR permettent le repliement 
d’une telle structure. Cela apporterait peut-être de nouvelles pistes au mécanisme 
d’autorégulation. Cette question pourrait être testée in vitro par des expériences appelées le 
«in-line probing» (Porecha & Herschlag 2013). Si ce type d’expérience donne des résultats 
positifs, c'est-à-dire un potentiel de formation de G-quadruplex dans une région du 
transcrit, il serait intéressant de poursuivre avec des essais in cellulo. Le composé PhenDC3 
est connu pour spécifiquement stabiliser les structures de G-quadruplex in vitro et in vivo 
(Chung et al. 2014) (De Cian et al. 2007) (Beaudoin & Perreault 2013), c’est pourquoi ce 
composé pourrait être utilisé. En premier lieu, il serait pertinent d’investiguer si l’utilisation 
seul du composé affecte le ratio unspliced/spliced du transcrit de PABPN1. En deuxième 
lieu, si on observe des changements significatifs du ratio entre les cellules non-traitées et 
traitées au PhenDC3, alors on pourrait poursuivre avec des essais pour déterminer si la 
stabilisation de G-quadruplex affecte l’autorégulation. 
3.2 Est-ce que la régulation est utilisée dans un autre contexte cellulaire? 
Dans notre étude, la surexpression du transgène GFP-PABPN1 induit une diminution de 
l’expression de la protéine endogène. Ce mécanisme d’autorégulation passe par une 
compétition entre la dégradation et l’épissage des transcrits non-épissés contenant l’intron 
terminal. La capacité de PABPN1 à s’autoréguler laisse croire qu’une trop grande 
expression de ce gène serait toxique pour la cellule. Cela concorderait avec des résultats 
observés chez D. melanogaster (Chartier et al. 2006). Par contre, il vient à se poser la 
question si cette modulation est utilisée dans un autre contexte cellulaire. Comme 
mentionné précédemment, une récente étude a montré que l’abondance de la protéine 
PABPN1 varie d’un organe à l’autre avec une diminution très prononcée dans les tissus 
musculaires (Apponi et al. 2013). Dans la même étude, on note la présence de deux formes 
du transcrit de PABPN1 qui diffèrent aussi en expression d’un organe à l’autre (Apponi et 
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 al. 2013). L’un des transcrits a une taille d’environ 2.1 kilobases et l’autre de 1.4 kilobases 
(Apponi et al. 2013). 
D’après les auteurs il s’agit d’une variation de la longueur de la région 3’UTR dûe à la 
présence d’un site de clivage et poly-adénylation proximal (Apponi et al. 2013). La 
méthode utilisée pour détecter le site proximale de clivage et de poly-adénylation fut du 
3’RACE (Apponi et al. 2013). Cette technique permet d’identifier les sites de poly-
adénylation par amplification PCR à la suite de l’hybridation entre la queue poly-(A) d’un 
transcrit et une amorce oligo-d(T) (Frohman & Brook 1994). Par contre, ce type 
d’amplification peut être biaisé dû à une hybridation de l’amorce avec une région interne 
riche en adénosines (Hoque et al. 2013), faisant apparaître des sites de poly-adénylations. 
Le site de poly-adénylation proximal identifié par l’équipe d’Apponi se situe 66 nucléotides 
après le codon de terminaison (Apponi et al. 2013). Or, cela s’avère être la région riche en 
adénosines que nous identifions comme site potentiel de liaison de PABPN1 à son transcrit 
qui est conservé à travers l’évolution (voir figure S6 du présent manuscrit) (voir figure 6A 
et 6B). De plus, chez  diverses lignées de cellules humaines, aucun site de clivage et poly-
adénylation proximal ne fut identifié (voir figure S2 du présent manuscrit). Il ne serait alors 
pas improbable que les deux formes observées par l’équipe d’Apponi et al. soient en fait la 
forme épissée (1.4 kilobases) et non-épissée (2.1 kilobases) du transcrit de PABPN1 chez la 
souris. Il serait intéressant d’investiguer à savoir s’il s’agit des mêmes formes que celles 
observées chez les cellules humaines en utilisant des techniques n’utilisant pas 
l’amplification comme le buvardage de type «Northern». En supposant que les formes 
soient les mêmes que dans notre étude et qu’elles diffèrent d’un organe à l’autre (Apponi et 
al. 2013), cela voudrait dire que l’expression de PABPN1 est régulée différemment de 
manière organe spécifique. Fait intéressant, le niveau de transcrit ne correspond pas au 
niveau protéique (Apponi et al. 2013). Par exemple, à la figure 2B il semble n’y avoir que 
la forme non-épissée du transcrit dans le cerveau et les poumons (Apponi et al. 2013), mais 
on note une plus grande expression protéique dans les poumons comparativement au 
cerveau (Apponi et al. 2013). Cette observation pourrait être expliquée par une stabilité de 
la protéine différant d’un organe à un autre. Dans la même étude, l’équipe a observé une 
augmentation de l’ARNm et de la protéine PABPN1 lors de la différenciation et 
prolifération cellulaire des myoblastes en myofibres (myogenèse) suivi d’une diminution 
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 protéique (Apponi et al. 2013). Or selon notre modèle, une augmentation protéique aurait 
comme effet la diminution de la forme mature du transcrit (figure 8 page 91). Ces 
observations pourraient suggérer qu’il existe une modulation de l’influence de PABPN1 sur 
sa régulation à des temps spécifiques. 
Cette hypothèse est envisageable si l’on tient compte du modèle postulant que la 
biodisponibilité de PABPN1 est un facteur important pour effectuer ces fonctions et une 
diminution de cette dernière pourrait expliquer en partie l’OPMD (Jenal et al. 2012). Ce 
modèle se base sur l’étude qui montre que PABPN1 module l’utilisation des sites de 
clivage et de poly-adénylation alternatifs en 3’UTR des gènes en inhibant l’utilisation des 
sites proximaux non-canoniques via sa liaison à ces derniers (Jenal et al. 2012). Cette 
modulation a comme conséquence une augmentation de la région 3’UTR des gènes (Jenal 
et al. 2012). Des études ont montré que lors de la myogenèse et la lipogenèse, une 
modulation du clivage et de la poly-adénylation alternative était observée et que cela 
engendrait une augmentation de la longueur des région 3’UTRs des gènes (Ji et al. 2009) 
(Hoque et al. 2013). Ces résultats concordent avec l’augmentation protéique de PABPN1 
observé par l’équipe d’Apponi et al. (Apponi et al. 2013). Pris ensemble, ces résultats 
suggèrent que l’expression de PABPN1 est modulée de manière temporelle pour assurer 
une fonctionnalité optimale lors de la différenciation cellulaire. Le fait qu’une déplétion de 
PABPN1 engendre une diminution de la prolifération et de la différenciation cellulaire dans 
des cultures primaires de tissu musculaire vient appuyer cette hypothèse (Apponi et al. 
2010). De plus, il a été démontré que l’expression de l’orthologue de PABPN1 chez C. 
elegans, PABP-2, est régulée de manière temporelle et qu’une diminution de son 
expression via des miARNs engendre un défaut dans la maturation des larves (Hurschler et 
al. 2011). À la lumière de ces résultats, il serait intéressant de questionner comment 
l’autorégulation est modulée lors de ces processus de différentiation. 
3.3 Régulation de d’autres gènes par PABPN1 via des régions A-riches internes 
Récemment, une étude a répertorié près de 140 000 régions riches en adénosines ayant le 
potentiel d’être liées par PABPN1 et PABPC1 (Wigington et al. 2014). Environ 137 000 de 
ces séquences se trouvent dans des introns et environ 2500 dans des exons et la majorité de 
ces derniers (~82%) se situent dans les régions 3’UTRs (Wigington et al. 2014). Cela 
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 amène à se poser comme question si PABPN1 ne pourrait pas lier ces régions in vivo. De 
telles spéculations viennent ajouter une dimension supplémentaire à la régulation de 
l’expression des gènes par PABPN1 et PABPC1 via des régions A-riches internes. En effet, 
en liant ces séquences, PABPN1 au noyau pourrait moduler l’épissage de ces introns. Il 
serait intéressant d’analyser si le changement d’expression de PABPN1, lors de la 
différenciation cellulaire par exemple, affecte l’épissage d’une série de gènes impliqués 
dans une même voie métabolique. Cela voudrait dire que les cellules se servent de 
PABPN1 comme un coordonateur d’expression des gènes. Mais au noyau, PABPN1 n’est 
pas la seule PABP, il y réside aussi plusieurs isoformes de ZC3H14, hnRNP H, sans 
compter PABPC1 qui fait aussi la navette entre le cytoplasme et le noyau. Comment ces 
PABPs se partage le destin des transcrits au noyau? Une récente étude a montré que 
l’orthologue de ZC3H14 chez S. pombe, Nab2, fonctionne de manière antagoniste à Pab2, 
l’orthologue de PABPN1 chez S. pombe (Grenier St-Sauveur et al. 2013). En effet, Pab2 est 
connu pour stimuler la dégradation par l’exosome nucléaire du pre-ARNm du gène rpl30-2 
(Lemieux et al. 2011) alors que Nab2 promeut son expression (Grenier St-Sauveur et al. 
2013). Il ne serait alors pas improbable que ces rôles antagonistes se soient conservés chez 
l’humain. Ainsi, il est séduisant de spéculer que la modulation/coordination de l’expression 
de plusieurs gènes pourrait être régulé en partie par une compétition de liaison des 
séquences A-riches entre PABPN1 et ZC3H14. 
3.4 Conclusion  
 
En conclusion, notre étude a montré que PABPN1, une protéine centrale dans la biogénèse 
des transcrits messagers, pouvait s’autoréguler. Mais le mécanisme global par lequel on 
observe ce phénomène reste encore à caractériser. De par son implication dans plusieurs 
processus nucléaires touchant divers transcrits ARNs (autorégulation, dégradation, poly-
adénylation, export), il est important d’approfondir nos connaissances sur la régulation de 
PABPN1 afin de mieux comprendre son impact au niveau physiologique et pathologique. 
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